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de  la  célula  epitelial  tiroidea,  la  formación  del  folículo  tiroideo  y  el  tráfico  de  la  proteína 
transportadora de yodo (NIS). Los datos obtenidos han demostrado el papel decisivo del factor 
Pax8 en  la  formación del  folículo  tiroideo a  través del control de sus dianas  transcripcionales 
implicadas  en  polaridad.  Asimismo  se  han  definido  los  eventos  que  controlan  tanto  el 




nuevos  conocimientos  científicos.  Ha  demostrado  por  tanto  que  tiene  la  formación 
investigadora  necesaria  para  que  este  trabajo  sea  presentado  como  Tesis  Doctoral  en  el 
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of  follicular  cells  enclosing  a  central  lumen  where  thyroid  hormones  are  synthesized  and  stored. 





specific  site  of  the  cell‐cell  junctions where  the  exocytosis  of  apical membrane  components  occurs. 
Lumen is formed by further apical exocytosis followed by membrane separation or coalescence between 
apical vacuolar compartments. Mature tight junctions separate the apical from the basolateral domains 
and both actin  filaments  and acetylated microtubules exhibit  a polarized apical distribution. Through 
microarray‐based  differential  expression  analysis  we  have  identified  regulators  of  3D  follicular 
organization. Among  them, Pax8  transcription  factor was discovered  to play a  critical  role  in polarity 
orientation and follicle formation. In the absence of Pax8 apical membrane orientation was inverted and 
lumen  formation was  impaired. The polarized distribution of cell cytoskeleton was altered due  to  the 
transcriptional  inhibition of both cadherin‐16 and  its cytoskeleton  linker, αB‐crystallin. Apical transport 
of Rac1 through actin filaments was also blocked and thus local actin organization and apical traffic were 
affected. Other Pax8 transcriptional targets described to be  involved  in apical transport such as Rab17 
and  myosin  Vb  could  also  participate  in  follicular  apical  membrane  formation.  Thyroid  function  is 
determined by the polarized distribution of thyroid specific proteins at the apical‐basal membranes and 
inside  the  lumen. NIS,  the  sodium/iodide  symporter,  is  a  key  protein  for  iodide  uptake  and  thyroid 
hormone synthesis, and is localized in the basolateral plasma membrane. We have identified a clathrin‐
mediated pathway responsible for NIS basolateral traffic, in which the clathrin adaptor complexes AP‐1A 
and  AP‐1B  sort  NIS  at  the  trans‐Golgi  and  the  recycling  endosomes.  More  specifically,  we  have 
demonstrated  that  the medium  subunit  of  AP‐1B  controls  NIS  basolateral  sorting  through  common 
recycling endosomes. In its absence, NIS is apically missorted where remains functional. Besides, direct 
NIS  basolateral  transport  from  the  trans‐Golgi  to  the  basolateral membrane  is mediated  by  AP‐1A 














































tiroideas.  Las  células  foliculares o  tirocitos  son  células epiteliales polarizadas  con  la membrana apical 
hacia el  lumen y  la membrana basal rodeada de  la  lámina basal hacia el estroma. Hemos estudiado  la 
formación del folículo en cultivos tridimensionales (3D) de Matrigel usando la línea tiroidea de rata FRT 





estrechas  separan el dominio apical del dominio basolateral, y  los  filamentos de actina  junto  con  los 
microtubulos acetilados se distribuyen apicalmente. Mediante un array de expresión hemos identificado 
reguladores de  la organización  folicular  en 3D. De  entre  ellos  el  factor de  transcripción Pax8  resultó 
tener un papel esencial en  la orientación de  la polaridad y en  la formación del folículo. En ausencia de 
Pax8 la orientación de la membrana apical se invierte y se impide la formación del lumen. La distribución 
polarizada del  citoesqueleto  se  altera debido  a  la  inhibición  transcripcional  tanto de  la  cadherina‐16 
como de su proteína de unión al citosqueleto, la cristalina alfa B. El transporte apical de Rac1, a través 
de  los filamentos de actina, se  inhibe y como consecuencia  la organización apical de actina y el tráfico 
están afectados. Otras dianas transcripcionales de Pax8 que están involucradas en el transporte apical, 
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The  thyroid gland  is  the  first endocrine  structure  recognizable during development.  It consists of  two 
lobes on either sides of the larynx connected by an isthmus that overlies the second and third ring of the 
trachea  in man  (Fig.  1,  left  panel).  Two main  cell  types  characterize  the  thyroid  gland:  the  thyroid 
follicular cells or thyrocytes of endodermal origin (Grapin‐Botton and Melton, 2000) that are responsible 
for  thyroid  hormones  synthesis  and  secretion,  and  the  parafollicular  or  calcitonin  producing  C‐cells 
whose  origin  is  still  a matter  of  controversy  as  some  authors  report  that  they  are  derived  from  the 
neural crest  (Le Douarin et al., 2007), while according  to others  they originate  in  the ultimobranchial 
body  (Kameda et al., 2007). Thyrocytes are epithelial polarized  cells  that are organized  into  follicular 
structures  in which a monolayer of  thyrocytes encloses a  luminal  compartment  filled with a  colloidal 
mass where thyroid hormone precursors bound to thyroglobulin are  formed and stored  (Fig. 1A, right 
panel). Each thyroid follicle  is supported by the stroma that contains  interfollicular extracellular matrix 
(ECM), a capillary network and a  few stromal cell  types such as  fibroblasts and  inflammatory cells. C‐
cells are scattered in the interfollicular spaces. Thyrocytes in thyroid follicles present a specific structural 
polarity: their apical pole with numerous microvilli faces the follicle lumen, whereas their basal side with 
the  basement membrane  faces  the  stroma  (Fig.  1B).  This  is  a  specialized  structure  and  results  in  a 
functionally polarized process of thyroid hormone (TH) biosynthesis and release in a basal‐apical (follicle 

















Since THs are  iodinated,  iodide  (I‐) uptake  is  required  for  their  synthesis. Active  I‐  transport  from  the 
bloodstream  to  the  interior of  the human  thyrocytes  is mediated by  the Na+/I‐  symporter  called NIS 




apically  localized  enzyme  thyroperoxidase  (TPO)  that uses  as  a  substrate H2O2 produced  by  the dual 
oxidases DUOX1/2  (Ohye and Sugawara, 2010).  In  the  lumen,  the previously  synthesized and apically 
exocytosed glycoprotein  thyroglobulin  (TG)  is  iodinated  in  tyrosine  residues  in a peroxidase‐mediated 
manner, giving the thyroid hormones triiodo (T3) and tetraiodo‐thyronine (T4) within the thyroglobulin 
peptide  chain  (Degroot  and Niepomniszcze,  1977).  THs  biosynthesis  and  secretion  are  stimulated  by 
thyrotropin (thyroid stimulating hormone, TSH) secreted from the pituitary gland (Dumont et al., 1991) 
Depending on thyroid hormone requirement and in response to TSH stimulation, colloid droplets rich in 






Figure  2.  Schematic  representation  of  a 
human  thyrocyte with  the major  proteins 
involved  in  biosynthesis  and  secretion  of 
the thyroid hormones T3 and T4. Thyrocytes 
concentrate  iodide  (I‐)  from  the  circulation 
by  the Na+/I‐ symporter  (NIS)  located  in  the 
basolateral  membrane.  Pendrin  (PEND)  at 
the apical membrane  transports  iodide  into 
the  follicular  lumen.  After  I‐  is  oxidized, 
iodination  of  tyrosine  residues  within 
thyroglobulin (TG), which is released into the 
follicular  lumen,  takes  place  by  the  thyroid 
peroxidase  (TPO)  using  H2O2  generated  by 
the oxidases DUOX1/2.  The  iodinated  TG  is 
taken up by endocytosis of colloid and after 
fusion  with  lysosomes  TG  enzymatical 
cleavage  results  in  MIT,  DIT,  T3  and  T4 
release. MIT and DIT are deiodinated by the 
dehalogenase  DEHAL1,  whereas  T4  and  T3 












specification  (Fig. 3). A  group of  cells  in  the  floor of  the primitive pharynx becomes  committed  to  a 
thyroid fate by coexpressing the transcription factors Nkx2‐1, Pax8, FoxE1 and Hhex.  In this stage, the 
thyroid precursor  cells  compose  the  thyroid  anlage.  Later, on  E9.5,  these  cells  form  a bud which on 
E10.5‐E11.5 proliferates and then dissociates from the pharyngeal floor and begins a caudal descend as 
two  lobes on either  side of  the  larynx and  the upper  trachea. On E14.5  the  thyroid precursors  reach 
their definitive position and Tg expression begins (Postiglione et al., 2002). The first evidence of follicle 
formation  is on day E15.5, when small follicles appear disseminated within the gland. At E16, the Tshr 







place at E9.5 and  from E11.5  the  cells of  the  thyroid primordium begin  to migrate downward  to  their  final position  in  the 















tissues.  However,  they  are  expressed  together  only  in  epithelial  thyroid  follicular  cells  and  for  this 
reason are collectively known as  thyroid  transcription  factors  (TTFs). Expression of  the TTFs  in  thyroid 
precursor  cells  at  E8.5  in  combination  with  knockout  mice  experiments,  have  demonstrated  their 
specific role in thyroid morphogenesis (De Felice and Di Lauro, 2004, De Felice and Di Lauro, 2011).  
Nkx2‐1  is a member of  the homeodomain  family and  its main  role during  thyroid organogenesis  is  to 
preserve the survival of thyroid follicular cells. Primitive thyroid of Nkx2‐1 null mice at E10 degenerates, 
possibly due  to  apoptotic mechanisms  still not  studied  in depth  (Kimura et  al., 1999). Nkx2‐1  is  also 
important for the maintenance of the thyroid follicular structure  in adult thyroids, as conditionally KO 




smaller  than normal on E11.5 and  follicular  structures are absent on E12.5. Consequently, mice have 
thyroid hypoplasia,  low weight and growth  retardation, and only  twenty percent  survive up  to  three 
weeks  due  to  severe  hypothyroidism  (Mansouri  et  al.,  1998).  In  humans,  it  is well  established  that 
heterozygous  inactivating PAX8 mutations  in adults  cause  congenital hypothyroidism with or without 




Foxe1  is  a  forkhead  domain  protein  and  controls  migration  of  the  thyroid  gland  during  thyroid 
morphogenesis. Reintroduction of a normal Foxe1 gene exclusively  into thyroid precursor cells  in mice 
deprived of the endogenous gene restores proper gland positioning (Fagman et al., 2006).  
Hhex,  which  is  also member  of  homeodomain  family,  regulates  the  expression  of  Pax8  and  FoxE1 
transcription factors controlling bud formation and survival of thyroid precursor cells  in  later stages of 
thyroid development (Parlato et al., 2004).  
















Nkx2‐1  transcription  factors  and  therefore modulates  the  expression  of  Slc5a5,  Tpo  and  Tg  genes 
(Postiglione et al., 2002, Marians et al., 2002). To exert  its function TSH binds to  its receptor, a seven‐
transmembrane  domain  protein  that  couples  to G  proteins  in  the  basolateral membrane  of  thyroid 
follicular cells (Vassart and Dumont, 1992) (Fig. 2). Stimulation of the TSHR  leads to the dissociation of 
trimeric G proteins into Gα and Gβγ subunits that in turn trigger complex signaling cascades. Most of the 
activities  of  the  TSHR  are mediated  through Gs,  one  of  the Gα  proteins  that  activates  the  adenylyl 





Thyroid  follicle  formation or  folliculogenesis  is the most critical stage of thyroid organogenesis  for the 
THs  synthesis and  the proper gland  function. Thyroid  folliculogenesis  is a  complex phenomenon  that 




and  epithelial  tubulogenesis  (Rodriguez‐Fraticelli  et  al.,  2011),  provide  valuable  information  to 
understand thyroid follicular cell biology.  
2.1. Cell‐matrix recognition  
The  initial  cue  for  apical‐basal  polarization  derives  from  proteins  of  the  basal  lamina  or  basement 
membrane (BM), a specialized part of the ECM made essentially of  laminins, collagen  IV, entactin and 
perlecan.  Primary  thyrocytes  embedded  in  gels  made  of  ECM  components  such  as  collagen  I, 
fibronectin,  laminin  and  reconstituted  basement  membrane,  reconstruct  follicle  structures  with 
physiological  cellular polarity  (Chambard et  al., 1981, Mauchamp et  al., 1998). The  fact  that  isolated 






embedded  in  three dimensional  (3D) gel‐like environments  (Chambard et al., 1981, Garbi et al., 1984, 
Garbi  et  al.,  1987), made  evident  that  interaction  between  the  cell  surface  and  the  ECM  orientates 
thyrocyte  polarity.  Thyroid  follicular  cells  synthesize  ECM  components  such  as  collagens,  laminins, 
fibronectin, dystroglycan, elastins and others (Garbi et al., 1988, Frohlich et al., 1995), with collagen IV 
and  laminin  being  the major  components  of  the  BM  surrounding  each  follicle  in  vivo  and  shown  to 
regulate  in vitro thyroid cell proliferation and differentiation, respectively (Toda et al., 1995). To sense 
the  extracellular  environment  follicular  cells  interact  with  the  ECM  proteins  through  heterodimeric 





Conversely,  the  role of  integrins and especially  that of β1‐integrin subunit  in signal  transduction  from 
the ECM into cells to effect tissue polarization is clear enough in a variety of cell types. In Madin‐Darby 
canine  kidney  (MDCK)  3D  cultures,  cyst  polarity  orientation  relies  on  a  pathway  in which  collagen‐
mediated activation of β1‐integrins  induces Rac1 signaling to  laminin receptors  in an actin‐remodeling 
dependent manner. Laminin‐receptor interaction facilitates the asembly of basement membrane at the 
cell  surface  through  laminin  organization  (O'Brien  et  al.,  2001,  Yu  et  al.,  2005)  that  in  turn  leads  to 
cortical  cytoskeleton  organization  (Colognato  et  al.,  1999).  Inhibition  or  loss  of  β1‐integrin  or  the 
downstream GTPase Rac1 results  in  inversion of the normal cyst orientation so that the apical surface 
becomes  orientated  towards  the matrix  through  inappropriate  activation  of  a  RhoA‐ROCKI‐myosin  II 
pathway  (Yu  et  al.,  2008).  Increased  ROCK  activity  is  shown  to  disrupt  the  integrity  of  Par  polarity 
complex through phosphorylation of Par3 protein (Nakayama et al., 2008). Analysis of later blood vessel 
development  in endothelial‐specific  β1‐integrin  knockout mice  also  reveals perturbed  vessel polarity, 
filled lumens and mistargeting of cell‐cell junction proteins (Zovein et al., 2010). In these knockouts the 





adjoining  cells  through  cell‐cell  contacts  and  intercellular  junctions  provide  a  second  axis.  Sensing 





The  establishment  of  initial  contacts  between  adjacent  epithelial  cells  occur  through  exploratory 
lamellipodia in MDCK cells (Adams et al., 1998, Ehrlich et al., 2002) and IAR‐2 cells (Krendel and Bonder, 




cadherin  localized  in nascent sites of adhesion can exert an active  influence  to mark the site  for actin 
assembly at the cell surface through Rac activation that  in turn can stimulate the activation of Cdc42‐ 
and Arp2/3‐mediated actin nucleation which may promote  the establishment of  the  junctions  (Kim et 
al., 2000, Kovacs et al., 2002). Interaction between these activated Rho family GTPases and Par6 leads to 
the activation of atypical PKC  (aPKC), which has been shown  to be required  for  the maturation of AJs 
from simple cell‐cell adhesions to junctional complexes (Yamanaka et al., 2001). Therefore, AJ complex 
components  together with  polarity  complexes,  the  balanced  activities  of  Rho GTPases  and  the  actin 
cytoskeleton  are  all  required  to  establish  and  maintain  junctions  between  adjacent  cells  in  an 
epithelium.  
At  the  beginning  of  thyroid morphogenesis,  the  initial  hollow  anlage  becomes  solid  by  the  inward 
migration  of  its  endodermal  wall  followed  by  connective  tissue  elements.  In  chick  thyroid 
embryogenesis, the cells which eventually will form the follicles become arranged as cords or plates of 
two  cells  thick  (Hilfer,  1964),  whereas  in  rat  embryos  thyroid  follicles  develop  from  aggregates  of 
unpolarized  precursor  cells  (Shepard,  1967,  Remy  et  al.,  1980).  In  vitro  studies  have  proposed  two 
different models of thyroid follicle formation. According to the single cell origin model, single thyrocytes 
develop  intracytoplasmic  cavities,  become  cavity‐embracing  cells  and  then  undergo  cell  division  and 
reconstruct small follicles consisting of two cells. Alternatively, the plural cell origin model supports the 
formation of follicles after aggregation and link between many thyrocytes. It is believed that thyrocytes 
with  higher  proliferative  ability  follow  the  single  cell  origin  mechanism,  while  those  with  lower 
proliferative  ability  follow  the  plural  cell model  (Toda  et  al.,  1993).  In  all  cases,  the  site  of  follicle 
formation  is  characterized  by  an  area  of  contact  between  the  adjoining  cells  where  an  immature 
junctional complex is formed (Remy et al., 1977, Nathaniel, 1986). The first indication of the junctional 
complex formation is the appearance of a ring‐shape thickening in the cells plasma membrane observed 
with electron microscopy. During mouse  thyroid morphogenesis E‐cadherin  is expressed  in  the  lateral 
plasma membrane of progenitor  cells where  colocalizes with  β‐catenin  from  the E9.5 and during  the 
entire development  (Fagman et al., 2003). The  importance of E‐cadherin  in  initial cell‐cell adhesion  is 
demonstrated  in follicle formation  in vitro from  isolated porcine primary cells that are unable to form 












under  the  transcriptional  regulation  of  Pax8  in  thyroid  follicular  cells  (Ruiz‐Llorente  et  al.,  2012,  de 
Cristofaro et al., 2012).  
2.3. Apical‐basal polarization and membrane transport during follicle formation 
In mammalian  epithelial  cells,  it  is well  established  that membrane  trafficking  and  polarity‐complex 
machineries work together to form the apical surface and  lumen (Bryant et al., 2010). When epithelial 
cell aggregates start to polarize, junction proteins such as E‐cadherin, occludin and exocyst components 






in  turn  activates  Rab8a/b  locally.  This  Rab  cascade  drives  RE  delivery  to  the  cell‐cell  contact  site  by 
activating  motor  proteins  such  as  the  actin  motor  myosin  Vb  (Myo5b)  (Roland  et  al.,  2011)  and 
interacting with microtubules through kinesins (Schonteich et al., 2008) as depicted in figure 4A. In that 
way, cell cytoskeleton provides a driving  force  for apical vesicle  formation and transport. Studies with 
MDCK  3D  cultures  indicate  that  the  vesicles  are  delivered  to  a  discrete  common  landmark  between 
neighbouring cells  in order  to  initiate  the  lumen, a  region  termed  the apical membrane  initiation site 
(AMIS) (Bryant et al., 2010), demarcated by a polarity complex comprising Par3 and aPKC (Roland et al., 
2011). This complex, although  initially contributes  to the  immature  junctional complex,  it also  focuses 
exocyst‐dependent  vesicle docking events  allowing  initiation of  apical polarity  through  its  interaction 
with  exocyst  proteins. Once  vesicles  reach  the AMIS  and  fuse with  the membrane  through  t‐SNARE 
syntaxin 3, an early apical domain between cells called preapical patch  (PAP)  is defined  (Ferrari et al., 
2008)(Fig. 4B). Apical  surfaces become  separated and  tight  junctions are established at PAP borders. 
Crb3 delivery  to  the nascent  lumen may exclude Par3 and other  junction proteins  from  this  region  to 






al., 2007). Once a  lumen has been established,  this polarized architecture  is maintained during  tissue 
growth  by  orienting  cell  division  events  in which  Cdc42  has  a  key  role.  Apically  localized  Cdc42,  in 
conjunction with Par3, recruits aPKC which in turn phosphorylates LGN excluding the spindle‐orientating 
LGN‐NuMa complex from the apical surface (Hao et al., 2010) (Fig. 4C). Moreover, Cdc42 localization at 









(Crb3) and podocalyxin  (PCX) glycoproteins are enriched at  the periphery. Formation of  the apical membrane  initiation  site 
(AMIS) at  the  cell‐cell  contact  requires a  series of  trafficking events: endocytosis of Crb3 and PCX  from  the periphery,  their 
Rab11a‐dependent endosomal transport (RE) and exocytosis at the AMIS. Rab11a activates Rab8 through the GEF Rabin8 and 
altogether recruit myosin Vb (Myo5b) and activate kinesins (Kif) to facilitate vesicular transport to the AMIS. B) Upon fusion of 
the  Rab11a‐positive  apical  recycling  endosomes  (AREs) with  the membrane  by  exocyst  components  and  the  target‐SNARE 
syntaxin  3,  the AMIS  progresses  into  a  preapical  patch  (PAP), where  the  cell´s  apical  and  basolateral  surfaces  are  distinct. 
Exocytosis  site  is demarcated by  the  initial apical  recruitment of Par3 and aPKC  to  the AMIS, however, upon Crumbs apical 
transport the Par3/aPKC complex moves at the PAP sides where  immature tight  junctions composed of claudin, occludin and 
ZO‐1 are localized. Apical recruitment of PTEN excludes PIP3 from this region converting it in PIP2 which is necessary for apical 
membrane definition and  lumen  initiation. C) The mature cyst exhibits  segregated  tight  junctions and adherens  junctions, a 
fully  developed  single  central  lumen  and  polarized  cytoskeleton  and  organelles.  Actin  filaments  are  beneath  the  apical 




In  thyroid  gland,  the  molecular  mechanisms  and  the  signalling  cascades  involved  in  thyroid  cell 
polarization  and  follicle  formation  are  mainly  unknown.  In  all  cases,  junctional  complex  formation 
provides cues and thus spatial coordinates for generation and positioning of apical membranes that are 
decisive  for  follicular  lumen  generation  (Yap et  al., 1995b).  In normal  tissue MAL2 protein  is  apically 





endosomal  compartments  positive  for  Rab11a,  suggesting  that  basolateral‐to‐apical  transcytotic 
pathway relies on MAL2 in thyroid epithelial cells (Marazuela et al., 2004). Moreover, MUC1 is restricted 
at  the apical membrane  in  thyroid  follicular cells  (Bieche et al., 1997), although  its  transport  in MAL2 
positive vesicles or AREs has not been demonstrated yet. Nevertheless, it is clear that apical trafficking 
of  vesicles  containing  apical  membrane  components  at  cell‐cell  contact  site  of  developing  thyroid 
follicles  is  the  initial  step  in  apical  domain  definition  and  follicular  lumen  formation.  Coordinated  TJ 
maturation  and  VACs  fusion  at  the  contacts  between  adjacent  thyrocytes,  provide  attractive 
mechanisms to segregate newly  inserted apical membrane proteins and thus facilitate cell polarization 
(Yap  et  al.,  1995b).  In mature  follicles,  the  apical  (luminal)  surfaces  have  numerous microvilli  that 
protrude  into  the  follicular  lumen  increasing  the  surface  area  in  contact with  the  colloid. Microvillus 
biogenesis  and  its  apical  restriction  depend  on  ezrin,  a  critical  plasma  membrane‐cortical  actin 






et  al.,  2011).  In  developing  mouse  aorta  and  in  MDCK  cysts  de  novo  lumen  formation  occurs  by 
hollowing (Strilic et al., 2009, Martin‐Belmonte et al., 2008). Clusters of cells contacting the ECM initially 
adhere without a  luminal space and  then vesicles containing  luminal components are exocytosed  in a 
coordinated way to a central luminal region generating apical‐basal polarization. When clusters of cells 
initially  adhere  without  a  luminal  space  and  the  inner  cells  that  do  not  contact  the  ECM  undergo 
apoptosis, luminal space is generated by cavitation. This process takes place in mammary terminal end 
buds (Mailleux et al., 2008). In the case of heart tube formation  in Drosophila, neighbouring cells form 
adhesive  contacts  only  at  a  discrete  foci  with  non‐contacting  regions  undergoing  active  repulsion 
(Bryant and Mostov, 2008). This  leads  to  the  formation of a  luminal space between adhesions, called 
focalized  contact.  Although  de  novo  lumen  formation  occurs  through  seemingly  different 
morphogenetic events, all of them rely on the coordination of the common and consecutive principles 
of ECM and cell‐cell recognition, apical‐basal polarization and lumen expansion (Fig. 5, left). The process 
of  lumen expansion  requires  filling  through  liquid pumping and depends on  tight  junction  complexes 
that are the main regulators of paracellular transport in all polarized epithelia. Vectorial water transport 
requires  the  function  of  apical  ion  pumps,  such  as  the  cystic  fibrosis  transmembrane  conductance 
regulator  (CFTR)  channel, which  facilitates  the osmotic  filling of  the  lumen by  increasing  the  luminal 




transcriptionally  regulated  to  modify  the  permeability  of  epithelial  junctions  during  tubulogenesis, 
(Bagnat  et  al.,  2007).  In  kidney,  Claudin2  is  responsible  for  increasing  water  leakiness,  while  brain 
ventricular lumen expansion requires Claudin5a (Zhang et al., 2010). 
The exact mechanism of thyroid follicle lumen formation is not completely defined. It is postulated that 
follicular  lumen originates either  from  intercellular  spaces  (Hilfer, 1979) or  from  intracellular  cavities 
(Shepard,  1968,  Nathaniel,  1986).  In  the  case  of  the  extracellular  originated  lumen,  some  authors 
suggest  that  adjacent  cells  form microvilli  that  interdigitate with  each other.  Then,  cells  secrete  and 




Figure 5. Thyroid de novo  lumen  formation mechanisms.  Lumen  formation  relies on  the  coordination of  three  consecutive 




site of  the adherens  junctions and  infolding of  the membranes  (left), or  fuse and  form vacuolar apical compartments  (VACs) 





According  to  the  intracellular  lumen  origin,  cytoplasmic  vacuolar  cavities  are  presumed  to  fuse with 
each  other  to  form  an  apical  intracellular  follicular  lumen  that  then  either  fuses with  the  junctional 
complex resulting in the coalescence of the cavities between the neighbour cells, or with the preformed 
intercellular follicular lumen (Yamashita et al., 1989) (Fig. 5A right). Both mechanisms involve exocytosis 
of Golgi derived vesicles rich  in  luminal components between the adjacent cells  in a process similar to 





differentiation  in  grass  snake  embryos  revealed  lumen  formation  by  cavitation,  as  a  population  of 
centrally located cells was cleared through apoptosis to form the lumen (Rupik, 2012) (Fig. 5B).                               
Lumen  growth  and  size  depends  on  ion  efflux  through  transport  proteins,  ion  channels  and  pumps 
localized at the apical membrane such as iodide and chloride channels (Yap et al., 1994, van den Hove et 
al., 2006). The final size of the follicles is determined by the number of the composing follicular cells that 
proliferate  in  a  TSH  independent  way  (Fayet  et  al.,  1982),  and  the  amount  of  colloid  that  varies 
according  to  the  functional activity of  the  follicular epithelium. Sealing of  the paracellular space by TJ 
proteins located at the most upper interface between adjacent cells (Luciano et al., 1979), prevents the 
passive back‐diffusion from degrading the ionic gradients established by active transport. Microtubules 
integrity  is  also  necessary  for  the  maintenance  of  paracellular  permeability  barrier  in  the  thyroid 
epithelium possibly by regulating the contractile activity of the actin cytoskeleton (Yap et al., 1995a) and 
the  correct  targeting of TJ  components  (Yap and Manley, 2001). Therefore,  coordinated  lumen  filling 





membrane  domains  is  continuously  supported  by  an  intracellular  mechanism  that  regulates  the 
insertion  of  new  proteins  and  lipids  at  specific  plasma membrane  domains.  This  occurs  through  the 



















as  it  is the case of the basolateral transferrin receptor (TfR), that chooses a direct or  indirect pathway 








plasma  membrane  proteins  are  synthesized  at  the  endoplasmic 
reticulum (ER), transferred to the Golgi and sorted at the trans‐Golgi 
network  (TGN)  into direct vesicular routes  to  the plasma membrane 
as shown  in  route 1  (apical) and  in  routes 5a and b  (basolateral).  In 
addition, apical plasma membrane proteins may use Rab11 positive 
AREs  (route  2),  ASEs  (route  3)  or  CREs  (route  4)  as  intermediate 
stations  for  apical  transport. MAL  proteolipid  sorts  at  the  TGN  the 
overall apical cargos. Clustering of apical proteins  in  lipid‐rafts  (blue 




and  AP‐1B  (routes  5b  and  6,  respectively,  green  cap)  or  clathrin‐
independent adaptors such as AP‐4 and others (routes 5a, 7). 
 
Cargos  destined  for  the  apical membrane  (AP)  present  diverse  sorting  signals  in  their  cytoplasmic, 
transmembrane or extracellular domains  (Folsch, 2008, Weisz and Rodriguez‐Boulan, 2009). The most 
common  signals  are  N‐  or  O‐linked  glycans  attached  to  the  luminal  domains  (Table  1).  In  addition, 
glycosylphosphatidylinositol  (GPI)  anchors  serve  as  apical  targeting  determinants  localized  in  the 
cytoplasmic protein domain. It is proposed that lectins of the galectin family bind glycan residues at the 
luminal side of vesicles, thereby facilitating apical targeting through clustering the cargos into different 
transport  carriers.  GPI‐anchored  proteins  are  usually  clustered  into  lipid  rafts  at  the  TGN  and  this 
association  is mediated by physical affinity to  the raft’s cholesterol or may be  facilitated by galectin‐4 
that has an affinity to glycosphingolipids. On the other hand, apical targeting of raft‐independent cargos 
such as endolyn or the neurotrophin receptor p75 depends on galectin‐3. Interestingly, raft‐associated 
cargos  seem  to be apically  carried by ASE, while  raft‐independent may move  through Rab11‐positive 
ARE (Fig. 6).  
Basolateral  (BL)  sorting  signals  are  simple  peptide  motifs  in  the  cytoplasmic  domain  of  a  protein 
recognized  by  cytosolic  adaptor  proteins.  Tyrosine‐based motifs  such  as  YxxØ, NPxY  (x  indicates  any 
amino  acid  and Ø  a  bulky  hydrophobic  amino  acid),  dileucine‐based  (LL/LI)  and monoleucine  (L/LV) 





acids, a glycine  residue or aromatic motifs  can  increase  the  targeting efficiency of  these  signals. PDZ 
binding motifs  formed  by  C‐terminal  sequences  have  also  been  shown  to mediate BL  localization  of 
many growth factor receptors in polarized epithelial cells (Kim, 1997).  
Adaptor proteins are components of protein coats associated with the TGN and/or the RE and may link 
or  not  cargo  binding  to  clathrin  (Bonifacino,  2014).  The  clathrin‐associated  adaptor  protein  1  (AP‐1) 
complex has a preeminent role  in clathrin‐mediated BL sorting of YxxØ, [DE]xxxL[LI] and non‐canonical 
signals. AP‐1  is  a  heterotretrameric  complex which  is  present  in  two  highly  homologous  isoforms  in 
epithelial cells, the AP‐1A and AP‐1B that share three of four subunits (β1, γ and σ) and differ only in the 
medium subunit µ1A and µ1B, respectively (Folsch et al., 2001). Whereas AP‐1A preferentially functions 
in  biosynthetic  route  (Carvajal‐Gonzalez  et  al.,  2012,  Gravotta  et  al.,  2012),  AP‐1B  sorts  basolateral 




have been described  in sorting of BL proteins. AP‐4  is  localized to TGN and mediates vesicle trafficking 
from  the TGN  to endosomes or BL plasma membrane  through Yx[FYL][FL]E and non‐canonical  signals 
(Burgos  et  al.,  2010).  Among  the  proteins  that  follow  clathrin‐independent  trafficking,  is  the 
transforming growth factor (TGF) whose traffic is mediated by Naked 2 through binding to motifs in its 









In  thyrocytes  and  polarized  Fisher  rat  thyroid  (FRT)  cells  intracellular  sorting  of  newly  synthesized 
membrane proteins takes place at the TGN where  they can be clustered  into  lipid rafts  (Lipardi et al., 
1999) or tissue specific vesicles (Zhang and Arvan, 2000). Then apical cargo can follow either a direct or 
an  indirect  route mediated by  the MAL proteolipid, which  is distributed  in  the Golgi  region of human 
thyrocytes  and  FRT  cells  (Martin‐Belmonte  et  al.,  1998,  Martin‐Belmonte  et  al.,  2000b),  whereas 
proteins that follow a basolateral‐to‐apical transcytotic pathway are not transported in rafts (Sarnataro 
et  al.,  2000)  but  in MAL2  positive  endosomes  (Marazuela  et  al.,  2004).  An  example  of  an  apically 
localized protein by transcytosis depending on the degree of polarity of the thyroid cell  line FRT  is the 
dipeptidyl peptidase  IV  (DPPIV)  (Zurzolo et al., 1992). Tg  is  likely  sorted  through  its N‐linked glycans‐
known to interact with lectin VIP36 (Fiedler and Simons, 1996), and is directly transported apically via a 
raft pathway  in which MAL could be also  involved  (Martin‐Belmonte et al., 2000a). The apical plasma 
membrane  targeting  of  TPO  is  demonstrated  to  depend  on  the  attachment  of O‐glycans  and  on N‐
oligosaccharides modifications at the TGN (Fayadat et al., 1998), although the carriers that mediate  its 
transport  in  cell‐type  specific  vesicles  are  still  unknown.  In  the  case  of  the  apical  iodide  transporter 
Pendrin, TSH via PKA induced phosphorylation increases its translocation to the membrane (Pesce et al., 
2012), whereas the presence of the sulphate transporter and antisigma factor antagonist (STAS) domain 
in the C‐terminal determines  its apical  localization and  function  (Bizhanova et al., 2011).  Interestingly, 
GPI‐anchored proteins  are  apically  sorted  in  the Golgi of  FRT  cells by  an oligomerization mechanism 
driven by N‐glycosylation and not cholesterol (Imjeti et al., 2011). However, thyrocytes can sort apically 
unglycosylated  proteins  through  other  signals  and  mechanisms  such  as  ions  and  intracellular 
compartimentation, respectively (Prabakaran et al., 1999). On the other hand, the delivery of cargos at 
the basolateral plasma membrane  (BL) of thyrocytes can be either direct  from the TGN to  the plasma 
membrane (PM) or through the BSE and CRE. Basolateral traffic of the thyroid protein marker TSHR  is 
mediated by a signal independent of Y‐ and LL‐based motifs, localized at the C‐terminal of the protein, at 
a marked distance  from  the membrane  (Beau et  al., 2004). Nevertheless, Y‐based,  LL  and  LV  sorting 
signals determine  the basolateral  targeting of membrane proteins such as  the  low‐density  lipoprotein 
receptor‐related protein 1 (LRP1) and syntaxin 4 in polarized FRT cells (Donoso et al., 2009, Torres et al., 
2011). AP‐1 clathrin adaptor complex  is also expressed  in FRT cells and  the medium subunit of AP‐1B 
protein  sorts  both  TfR  and  VSVG  at  the  perinuclear  region  of  the  recycling  endosomes  during  their 
biosynthetic delivery, as well as mediates recycling of TfR and LDLR in this cell line (Cancino et al., 2007). 
3.2. Polarized endocytic pathways 
Endocytosis  encompasses  a  variety  of  processes  that  cells  use  to  internalize  plasma  membrane 
proteins/lipids  and  extracellular  molecules.  The  endocytic  compartments,  which  include  early 





dynamically  interconnected  both  with  each  other  and  with  the  plasma  membrane  through 
mechanistically  diverse  regulated  pathways  (Fig.  7).  Plasma membrane  proteins  can  be  internalized 
through  clathrin‐dependent  or  clathrin‐independent  endocytic  pathways.  Clathrin‐dependent 
endocytosis  (CDE)  requires  recognition  of  internalization  signals  in  the  cytoplasmic  tails  of  the 
membrane  proteins  (Owen  et  al.,  2004)  (Table  2).  There  are  three  short  linear motifs  shown  to  be 
necessary and sufficient for the uptake of cargo  into clathrin‐coated vesicles (CCVs): YxxØ, [DE]xxxL[LI] 
and FxNPxY. The YxxØ and  [DE]xxxL[LI] motifs are both  recognized by  the most abundant adaptor  in 
plasma membrane‐derived CCVs,  the AP‐2 adaptor  complex, which  is  composed of  α,  β2,  μ2 and  σ2 
subunits. FxNPxY motifs  interact with  the phosphotyrosine‐binding  (PTB) domains of some alternative 
clathrin  adaptors,  including  Dab1,  Dab2,  ARH  and  Numb  (Bonifacino  and  Traub,  2003).  Additional, 











basolateral early endosomes  (AEEs and BEEs respectively, Fig. 7)  (Parton et al., 1989). Cargo can  then 
undergo rapid recycling to the cell surface, like TfR which provides the cell with blood nutrients, or may 
be  partitioned  into  multivesicular  bodies  (MVBs)  which  fuse  to  generate  late  endosomes  (LEs) 
containing  lysosome‐directed  cargo  internalized  from  both  apical  and  basolateral  surfaces.  An 
alternative  cargo  fate  involves  routing  of  considerable  fraction  of  cargo  to  CREs  that  can  contain 












Figure  7.  Membrane‐trafficking  endocytic  routes  in  polarized 
epithelial  cells. Membrane proteins and  lipids are  internalized  from 
the  apical  (A1)  or  basolateral  (B1)  surfaces  and  delivered  to  apical 
early  endosomes  (AEEs)  or  basolateral  early  endosomes  (BEEs) 
respectively. Cargos  can  recycle back  to  the  cell  surface  (A2,B2), be 
delivered  to  late  endosomes  (LEs)/multivesicular bodies  (MVBs; A3, 
B3)  from which  they will end up  to  lysosomes  (Lys), or  they  can be 
delivered  to  the  common  recycling  endosome  (CRE;  A4,B4).  CRE 
cargos are shuttled to the basolateral cell surface (B5), or delivered to 
AREs (A5), from where they gain access to the apical cell surface (A6). 




In  thyroid  cells,  Tg  is  internalized  by  micropinocytosis  which  can  result  from  both  non‐specific 
endocytosis (fluid‐phase) or receptor‐mediated endocytosis (Marino and McCluskey, 2000). Both forms 
of  internalization  involve  AP membrane  invagination  to  form  intracellular  vesicles  that  subsequently 
fuse with endosomes, followed by endosome‐lysosome fusion and its consequent proteolytic cleavage. 
In cultured polarized thyrocytes, the endocytic uptake and the  intracellular trafficking of Tg, that  leads 
to  the  BL  secretion  of  thyroid  hormones,  are  triggered  in  tandem  by  increased  expression  of  the 
endocytic catalysts Rab5a and Rab7 in response to cAMP (Croizet‐Berger et al., 2002). Moreover, TSHR 
internalization and recycling back to the BL membrane is triggered upon stimulation with TSH (Singh et 
al., 2004).  In CHO cells, TSHR  localizes at  the perinuclear  region, positive  to endosomal marker RhoB, 
and  then  recycles back  to  the PM within 10 minutes of TSH  stimulation. The  role of AP‐2  in protein 



















Figure  8.  NIS  secondary  structure.  The  secondary  structure model  for  NIS  based  on  biochemical  data  and  the  protein’s 
structural homology with  transporters whose  three dimensional  structures are known. NIS  is a 13‐TMS protein, with  the N‐











date, 13  such mutations have been  reported  in NIS  coding  region and 1  in  the 5‐untranslated  region 









for NIS  TSH‐responsive  factor  (NTF‐1), whereas  human  proximal  promoter  only  has  two NTF‐1  sites. 




Sp1  and  β‐catenin  in  the  transcription  of  Slc5a5  (Ruiz‐Llorente  et  al.,  2012,  Sastre‐Perona  and 




cyclase  resulting  in  elevation  of  endogenous  cAMP  that  in  turn  induces  Slc5a5  transcription  by 
stimulating several signal pathways of cis‐regulatory elements in a Slc5a5 locus, including the NUE, the 
most potent  TSH  responsive  enhancer  contained  in  the  Slc5a5 promoter  (Kogai  et  al., 2006). A  TSH‐
mediated  increase  in NIS  expression  and  I‐  accumulation  is  demonstrated  in  human  thyroid  primary 
cultures and FRTL5 cells and the time  lag between  iodide uptake and NIS protein  induction suggested 
the  post‐translational  regulation  of  NIS  by  TSH  (Saito  et  al.,  1997,  Kogai  et  al.,  1997).  Conversely, 




(Kaminsky  et  al.,  1994).  NIS  can  be  detected  intracellularly  in  FRTL5  cells  up  to  10  days  after  TSH 
withdrawal and this observation is consistent with its extremely long half‐life of 5 days in the presence 
of  TSH  and  3  days  without  TSH  in  FRTL5  cells,  as  established  by  metabolic  labeling  and 
immunoprecipitation experiments (Riedel et al., 2001). Thus, it is believed that TSH not only stimulates 
its  transcription and biosynthesis, but  it  is also required  for  targeting NIS  to and/or retaining  it at  the 
plasma membrane. Moreover, TSH is shown to modulate NIS phosphorylation mostly on its C‐terminus. 











growth  factor beta  (TGFβ)  (Garcia and Santisteban, 2002, Costamagna et al., 2004).  IGF1  inhibits  the 
cAMP‐induced  NIS  expression  in  FRTL5  cells  through  PI3K  activation, whereas  TGFβ  through  Smad3 
interferes with Pax8 transcriptional activation of Slc5a5 gene. Furthermore, several studies have shown 
that overexpression of  the RET‐RAS‐BRAF oncogenes  in  thyroid  carcinomas decreases NIS mRNA and 
protein  levels  through  the MAPK pathway, and  that BRAF  impairs  the  localization of NIS  in  the basal 




binding  factor  (PBF)  (Boelaert et al., 2007). PBF  is shown to reduce  iodide uptake and cell surface NIS 
expression in NIS‐introduced Cos7 cells after exogenous PBF expression (Smith et al., 2009). PBF is also 
significantly increased in thyroid cancers suggesting that its abundant expression is likely associated with 
the  reduced cell surface NIS expression  in  those cancers  (Stratford et al., 2005).  Interestingly,  in Cos7 
cells,  PBF  is  predominantly  expressed  in  CD63‐positive  late  endosomes  where  colocalizes  with 
internalized NIS. CD63 is a tetraspanin involved in protein trafficking associated to clathrin, indicating a 
possible  interaction  between  NIS  and  the  clathrin‐coated  machinery.  In  fact,  the  cytoplasmic,  C‐
terminus of NIS contains a dileucine motif that could be recognized by clathrin adaptors (Dohan et al., 
2003). In addition, NIS is reported to have a PDZ target motif important for protein‐protein interaction 
and  three  acidic  dipeptide motifs  that  could  function  as  retrieval  signals  in  its  C‐terminus. All  those 
motifs are  likely  to be  involved  in  the post‐translational regulation of NIS; nevertheless  they have not 
been studied yet.  
4.2. NIS and thyroid functional polarity  
NIS  expression  in  the  basolateral  plasma  membrane  of  thyrocytes  and  the  subsequent  iodide 
accumulation in human developing thyroid are observed only when small follicles are formed (Szinnai et 
al., 2007). Slc5a5  is  the  last gene  to appear during  thyroid mice morphogenesis  (see  figure 3), and  its 
expression is strongly correlated with the sudden onset of thyroid hormone synthesis in human, mouse 
and  rat  (Postiglione  et  al.,  2002).  Furthermore,  functional  NIS  and  iodide  uptake  are  much  more 
stimulated  in 3D  than  in 2D TSH‐induced human  thyrocytes  cultures  (Kogai et al., 2000)  and porcine 
primary  reconstructed  follicles  (Bernier‐Valentin et al., 2006),  indicating  that polarized efflux  into  the 
follicular lumen contributes to iodide concentration after follicle formation and support the hypothesis 
that NIS  function may  involve  intracellular sorting and membrane  localization of NIS or NIS regulatory 
factors. Thus, all this data makes evident that proper thyroid function requires thyrocytes polarization 



















 To  identify  the  exocytic  machinery  and  the  sorting  mechanisms  involved  in  NIS 
biosynthetic and recycling routes.  
 

















































respectively  (Ambesi‐Impiombato  et  al.,  1980,  Fusco  et  al.,  1987).  PCCl3  cells  retain  the  functional 
properties  but  not  the  morphogenetic  characteristics  of  thyrocytes  as  they  express  all  thyroid 
transcription  factors  (Nkx2‐1,  Pax8,  FoxE1,  Hhex)  and  the  more  important  thyroid  differentiation 







(Valentich, 1981). These cells become  fully polarized and  form  three‐dimensional cysts  in appropriate 
conditions  (Montesano  et  al.,  1991).  Thus,  are  widely  used  as  a  polarized model  system  to  study 
epithelial  development  and  function. MDCKhNIS  cells  are MDCKII  cells  stably  expressing  human NIS 
cDNA (Zuckier et al., 2004), kindly provided by Dr. Nancy Carrasco (Yale School of Medicine, Connecticut, 
USA).  







Experimental  FVB/C57 mice were  housed  in  temperature  (22±2˚C)  and  light  (12:12  light‐dark  cycle; 
lights on at 7 a.m.) controlled conditions and had  free access  to  food and water. Adult, 16‐weeks old 
animals were sacrificed by CO2 inhalation and the thyroid glands were rapidly dissected out and further 






























 pcDNA3.1‐humanNIS, provided by Dr. Antonio de  la Vieja Escolar  (Instituto de Salud Carlos  III, 
Madrid‐Spain) 




 pcDNA3‐humanTfR‐HA,  (Belouzard  et  al.,  2004).  Provided  by  Dr.  María  del  Mar  Malagón 
(Department of Cell Biology, Physiology and Immunology, University of Córdoba, Spain)  
 pBC6‐mouseµ1A‐HA and pBC6‐humanµ1B‐HA (Folsch et al., 2001). Provided by Dr. Heike Folsch 








 Lentiviral  plackaging  plasmids  pMD2‐VSVG  and  pCD‐NL‐BH:  These  vectors  contain  cDNAs  for 
VSVG  envelope  protein  and  gag,  env  and  pol  structural  proteins,  respectively.  Expression  of 
these four proteins is necessary for the correct packaging of the viral particles.  
 Short  hairpin  (sh)  RNA  expression  pGIPZ  vectors  against  Pax8  (pGIPZ,  RHS4430‐101170241), 
Cdh16  (pGIPZ, RMM4431‐99940298), AP1M1  (pGIPZ, RHS4430‐200279346) mRNAs and a GIPZ 



























starvation medium  and  it will  be  indicated  as  ‐TSH  in  the  figures.  TSH was  added  to  the  starvation 
medium at the final concentration of 0.5mU/ml.  
To  label  lysosomes  in PCCl3  cells we used  the  Lysotracker‐red probe  (see Materials 1.3.) at different 
concentrations (45, 70 and 100nM) and time points (30 minutes and 1 hour) and then cells were fixed 
and prepared for confocal immunofluorescence analysis as described in Methods 2.3.4.1. Once the best 
concentration  and  incubation  time  for  immunofluorescence  colocalization  analysis were  defined, we 














(FBS).  MDCKhNIS  cells  were  grown  in  DMEM  with  5%  FBS  supplemented  with  geneticin  G418 




et  al., 1999).  Lobules were  chopped  and  then digested  in  a  solution  composed of  type  I  collagenase 
(Sigma: 112U/ml)  and dispase  (Sigma: 1.2U/ml) during 45 minutes  in  a  rotatory mixer  at 37˚C. After 
digestion the tube was centrifuged for 3 min at 1,200rpm and the pellet was resuspended in 1ml of 6H 
medium.  The  resuspended  follicles  were  plated  in  35mm  Petri  dish  and  cultured  in  a  37˚C  water 
saturated  incubator,  under  air/CO2  (95%:5%).  The  initially  isolated  thyroid  follicles  (Fig.  9,  day  0) 
















assessed  for  cell  surface  immunofluorescence  detection  or  domain‐selective  membrane  protein 
biotinylation. 
2.1.4. Three‐dimensional culture in Matrigel 
FRT  cells  and  primary  thyrocytes were  trypsinized  to  a  single  cell  suspension  of  10,000cells/ml  and 
mixed with  10%  of  reconstituted  basement membrane matrix  gel‐Matrigel  (BD  Biosciences  356234). 
Cells‐Matrigel  mix  was  plated  on  chambers  coated  with  previously  gelled  Matrigel  at  37˚C  for  15 
minutes. 6H culture medium was changed without washing every 2 days and cells were let to grow and 
form  three dimensional  follicle‐like  structures.  Small  follicles were observed at 4 days of  culture and 




Each  cell  line  was  grown  in  its  respective  culture medium  as  unpolarized monolayer  or  follicles  in 
Matrigel. Medium was  removed and cells were washed with PBS pH 7 at 4˚C and RNA was extracted 
using Trizol  (Sigma) according  to provider’s  instructions.  In  the case of  follicular culture an additional 
centrifugation  at  12,000xg  for  10  minutes  at  4˚C  was  performed  after  initial  Trizol  addition  and 
homogenization  in  order  to  remove  Matrigel.  RNA  cuantification  and  purity  were  determined  by 
absorbance measurements at 260 and 280nm using the spectrophotometer Nanodrop ND1000 (Thermo 
Scientific).  Removal  of  genomic  DNA  from  RNA  preparations  was  performed  using  the  DNAase  I 
recombinant,  RNase  free  (Roche)  according  to  provider´s  instructions.  DNase  inactivation  and  RNA 
precipitation was  then carried out by adding 0.1 volumes of 3M sodium acetate  (pH 5.2)  followed by 
vortex and addition of 2.2 volumes of  ice cold 100% ethanol. The samples were mixed thoroughly and 
placed  in the freezer for at  least 2 hours. RNA was withdrawn after mix of the ethanol precipitate and 




To obtain complementary DNA  (cDNA)  from RNA samples, 1µg of  total RNA were  reverse  transcribed 
according  to  the  following protocol. First RNA was mixed with 200ng of dNTPs and 200ng of  random 







(RNaseOUT,  Invitrogen)  and M‐MLV RT buffer was  added  to  a  final  volume of 20µl. RT  reaction was 
performed at 25˚C for 10 minutes, then shifted to 37˚C for 15 minutes, 40˚C for 15 minutes, 42˚C for 30 
minutes  and  finally  at  95˚C  for  5 minutes  to  inactivate  the  enzyme.  cDNA was  diluted  5  times with 
destiled water to reach the final volume of 100µl. 
2.2.3. Real‐time quantitave PCR (q‐PCR) 
To  detect  relative  gene  expression  levels  q‐PCRs were  performed with  the Mx3000P  q‐PCR  system 
(Agilent) using a reaction mix of SYBR green composed of KAPA SYBR FAST 2x and ROX  low 50x (Kapa 
Biosystems). Each  reaction was performed with 10 or 20 ng of cDNA, 10µM of each primer  in a  final 
volume  of  10µl  and  in  triplicate.  Amplification  conditions  used  were  the  following:  polymerase 
activation at 95˚C for 5 minutes followed by amplification during 40 cycles consisting in denaturalization 
at 95˚C  for 20 seconds, annealing at 60˚C  for 20 seconds and extension at 72˚C  for 30 seconds. Then, 
primers  specificity was  determined  by  the  dissociation  curve.  Basal  fluorescence was  subtracted  by 
MxPro q‐PCR software and relative gene expression was calculated by  the 2‐ΔΔCt algorithm  (Giulietti et 







for  10  minutes  at  4˚C.  Protein  concentration  was  measured  according  to  the  Bradford  method 






method  described  previously  (Riedel  et  al.,  2001).  Membrane,  cytosolic  and  total  extracts  were 
recollected during the process.  
Domain‐selective biotinylation  from  the apical  (AP) and basolateral  (BL) domains was performed with 
polarized MDCKhNIS cells grown on 24mm‐Transwells as described  in cell culture methods. Cells were 



















SDS‐PAGE  gels  according  to  the  protocol  of  Laemli  (Laemmli,  1970)  and  then  transferred  to  a 






made with gentle  rocking. The antibody binding  targets were visualized via  chemiluminescence using 
the Western‐blot  Luminol detection  system  (Thermo  Fisher).  Films  (AGFA) were exposed  at different 
times to ensure the bands were not saturated and films were scanned for densitometric analysis using 
NIH  Image  J  software  (http://rsbweb.nih.gov/ij/)  to  obtain  a  relative  comparison  between  protein 
bands. We demonstrate representative blots from at least 2 independent experiments.  
2.3.4. Immunofluorescence assay 















Mowiol  or  Prolong Gold  antifade  reagent  (Invitrogen).  Single  confocal  sections  form  FRT  and MDCK, 
MDCKhNIS  cells  were  collected  with  laser‐scanning  TCS  SP5  Leica  confocal  microscope  (SIdI‐UAM, 
Madrid), using a HCX PL APO lambda blue 63x/1.40 oil‐immersion objective, 1024x1024 pixels resolution 
and  processed with  LAS  AF  Lite  software  (Leica).  PCCl3  samples were  analyzed with  LSM  700,  Zeiss 
confocal  microscope  and  images  were  captured  with  a  Plan‐Apochromat  63x/1.40  oil  immersion 
objective  (CNR‐IBP,  Naples).  Further  image  processing  was  carried  out  with  Image  J  software. 
Quantitative colocalization analysis was performed with  the  ICA plugin  (Li et al., 2004) and  the  JACoP 
plugin  (Bolte  and  Cordelieres,  2006)  and  expressed  as  Pearson´s  correlation  coefficient  (Rr)  and  the 
Manders´coefficient  (R). As both plugins gave same Rr results, we present data derived only  from  the 
ICA plugin. For each condition more than 10 cells were analyzed and values are the mean±SD.  
2.3.4.2. Transwell 
Polarized  cells  grown  on  12mm‐Transwells  as  described  in  cell  culture methods, were  prepared  for 
immunofluorescence  analysis  of membrane  proteins  according  to  the  following  protocol.  Cells were 
fixed with 4% PFA in PBSCM for 30 minutes and then excess of PFA was rinsed off with PBS 1x. To gain 
access  to  intracellular  epitopes,  cells were  permeabilized with  0.1%  saponin  in  PBS  1x  at  4˚C  for  15 
minutes with gently shaking, followed by two quick washes with PBS 1x at room temperature. Blocking 
was performed with 3% BSA  in PBS 1x at room  temperature  for 30 minutes. Then,  the polycarbonate 
membranes  were  excised  from  inserts  and  incubated  with  specific  primary  antibodies  against  the 
luminal  domains  of  the  respective  antigens,  overnight  at  4˚C  at  pre‐optimized  dilutions  in  blocking 
solution.  After  washing  the  excess  antibody,  bound  antibodies  were  detected  with  appropriate 














protocol  for MDCK  cysts preparation  (Yu et al., 2005) modified  to our  system needs. Briefly,  follicles 
were washed gently with PBS 1x  (pH 7.4) containing 1mM CaCl2 and 0.5mM MgCl2 and  fixed with 4% 
PFA  in PBS‐washing  solution  for 40 minutes. Permeabilization was performed with 0.025%  saponin  in 
PBS‐washing  solution  for  40 minutes  followed  by  10 minutes  neutralization with  75mM  NH4Cl  and 
20mM glycine in PBS‐washing solution. Blocking was carried out with 0.0025% saponin, 1% gelatin and 
1% BSA  in PBS‐washing solution for 30 minutes, and subsequent  incubation with primary antibodies  in 
blocking  solution  was  done  overnight  at  4˚C.  After  secondary  incubation  for  1  hour  at  room 
temperature, cells were  fixed again with 4% PFA  in cacodylate buffer  (pH 7.4)  for 30 minutes. Nuclei 
were stained with DAPI in PBS‐washing solution at 37˚C for 10 minutes. Finally, the media chamber was 
removed  and  the  slide was mounted with  Prolong Gold  antifade  reagent.  Single  images  and  z‐stack 




at  the  equatorial  section. At  least  150  follicles  from  three  independent  experiments were  analyzed, 
statistical  significance was determined by  t‐test analysis  (two‐tailed) and differences were considered 
significant for p<0.05. 
2.4. Time‐lapse microscopy 



















according  to  manufacturer´s  protocols.  Microarray  background  subtraction  was  carried  out  using 
normexp  method.  To  normalize  the  dataset,  we  performed  loess  within  arrays  normalization  and 
quantiles  between  arrays  normalization.  Differentially  expressed  genes  (DEGs)  were  obtained  by 
applying  linear  models  with  R  limma  package  (Smyth  GK)  (Bioconductor  project, 
http://www.bioconductor.org). To account  for multiple hypotheses  testing,  the estimated  significance 
level (p value) was adjusted using Benjamini & Hochberg False Discovery Rate (FDR) correction. Those 
genes with FDR<0.01 were selected as differentially expressed between  the  two conditions  (Annex  I). 
From  the  resulting  list  of  4,520  differentially  expressed  genes we  validated  by  q‐PCR  the  expression 
pattern  of  12  genes,  10  upregulated  and  2  downregulated  in  3D  versus  2D  condition.  For  the 
experimental validation of the microarray data we used three new 2D and 3D RNA samples. 
The 4,520 differentially expressed genes  (DEGs)  identified were subjected  to bioinformatic analysis  to 
reconstruct  potential molecular  pathways,  performed  by Dr. Gonzalo Gómez  from  the  Bioinformatic 
Unit  of  CNIO.  Gene  set  enrichment  analysis  (GSEA)  (Subramanian  et  al.,  2005)  was  applied  using 
annotations from a curated version of Biocarta, KEGG, Reactome and NCI. Genes were ranked based on 
limma moderated  t  statistic.  After  Kolmogorov‐Smirnoff  testing,  those  gene  sets  showing  FDR<0.05, 
were  considered  enriched  between  the  classes  under  comparison.  Comparative  enrichment  analysis 
with  customized  data  sets  upon  bibliographic  research  related  to  epithelial  polarity  program, 
lumenogenesis,  tubulogenesis  and  MDCK  cyst  formation  processes  was  also  performed.  We  also 
overlapped our microarray DEGs with  the Pax8‐dependent DEGs  found  in  rat PCCl3  cells  silenced  for 





targeting  (control)  using  respective  lentiviral  vectors  described  in Materials  1.4.  Second  generation 
lentiviruses were  produced  after  transfection  (Methods  2.7.2.)  of  106 Hek293T  cells  in  100mm  Petri 
dishes with 10µg of  the  corresponding  lentiviral expression vector plus 5µg of each packaging vector 
(pMD2‐VSVG and pCD‐NL‐BH). Sixteen hours after transfection cells were washed with DMEM complete 





sodium  butyrate).  Supernatant  full  of  viral  particles was  recollected  48  hours  post  transfection  and 
passed  through  a  45µm  filter. Cells  to  be  infected were  seeded  in  6‐well plates  (2x105/well)  and  24 
hours  later  were  infected  with  3ml  of  the  corresponding  lentiviral  supernatant  supplemented  with 
80µg/ml polybrene. Cells were incubated for 30 minutes and then were centrifuged at 1,100xg at 37˚C 
for 30 minutes. Finally, cells were twice washed with PBS and fresh medium was added. After 48 hours 
of  shRNA  expression  FRT  cells  and  primary  thyrocytes  infected with  lentiviruses  expressing  shPax8, 








to  ensure  equal  loading.  (B)  mRNA  expression  levels  of  AP1M1  in MDCKhNIS  and  µ1B‐KDhNIS  cells  after  infection  with 











PCR  normalized  to  GAPDH  expression  (Fig.  10B  left  graph).  AP1M2 mRNA  levels were  evaluated  in 
MDCKhNIS and µ1B‐KDhNIS cells by q‐PCR as shown in the right graph of figure 10B. 
2.6.2. siRNA 
FRT cells seeded  in 60mm Petri dishes  (600,000cells/dish) were  transfected with 25nM of Pax8 siRNA 
(Rat Pax8 ON‐TARGETplus SMARTpool) or with  scrambled  siRNA  (ON‐TARGETplus Non‐targeting Pool) 
using  DharmaFECT1  Transfection  Reagent  and  following  the  manufacturer’s  protocol  (Thermo 
Scientific). Cells were trypsinized 24 hours  later and were seeded  in 12mm‐Transwells and  in a 60mm 
Petri dish as described in Methods 2.1.3. At 96 hours after transfection polarized cells were prepared for 
immunofluorescence analysis of membrane proteins as described in Methods 2.3.4.2. Total protein was 










Hek293T  cells  were  transfected  with  the  lentiviral  expression  and  packaging  vectors  for  lentiviral 
production using calcium phosphate (Chen and Okayama, 1988). FRTshPax8 cells were transfected with 
pEGFP‐N1‐Cdh16  and  pcEFL‐Rac1QL‐HA  expression  vectors  using  Lipofectamine  2000  (Invitrogen) 
according to the manufacturer’s instructions. At 24 hours after transfections cells were trypsinized and 










µ1B‐KD  cell  line  (Gravotta  et  al.,  2007) was  stably  transfected  with  pcDNA3.1humanNIS  expression 










time point  two  aliquots of  10µl  each were measured. Radioactivity was quantified  in  a  ɣ‐counter  as 





























In order  to  study epithelial  folliculogenesis we made use of a  three dimensional  (3D)  culture  system 
consisting  in  FRT  cells  embedded  in Matrigel.  Several  cell  lines  such  as MDCK,  Caco‐2  and MCF‐10A 
generate polarized cysts and acini respectively when embedded in Matrigel (O'Brien et al., 2001, Ivanov 
et  al.,  2008, Debnath  et  al.,  2003).  FRT  cells,  although have been  extensively  employed  as polarized 
epithelial monolayers  grown  on  two  dimensional  surfaces  (Zurzolo  et  al.,  1992,  Lipardi  et  al.,  2002, 


















vacuoles keep  coalesce and  the bigger generated move  towards  the apical  side of  the  cells probably 
consisting  in  vacuolar  apical  compartments  (VACs)  that  store  and  transport  only  apical membrane 
components  (Vega‐Salas et al., 1987). Fusion of  the VACs with  the plasma membrane gives  rise  to an 
initial open  lumen between  the apposing  cells which  is visible at  the  fourth day of  culture  (d4, black 













Primary  thyrocytes have been widely used  in 2D and 3D culture  systems  regarding  studies of  thyroid 
biology, regeneration and disease (Toda et al., 2011). Among them, the 3D collagen gels have been the 
most  employed  for  thyroid  folliculogenesis  studies  as  thyrocytes  reconstruct  follicle  structures with 
physiological polarity when  embedded  in  type  I  collagen  gels  (Toda  and  Sugihara,  1990,  Toda  et  al., 
1992).  We  performed  a  3D  morphogenetic  assay  using  individual  mouse  thyrocytes  embedded  in 
Matrigel  that has been  rarely used  for  follicle  reorganization  from  isolated  thyrocytes  (Frohlich et al., 
1995, Bravo et al., 2013). We followed thyrocytes growth by live‐cell imaging during seven days and as it 
is  shown  in  figure  14,  a  small  round  follicle with  a  central  lumen was  formed  (d7)  from  one  single 
thyrocyte  (t0). During  this process,  first,  the  individual  thyrocyte develops many  intracellular vacuoles 
that accumulate and  some of  them  coalesce  through  time. Characteristic  foot processes  (d1, marked 
with black stars) appear to come out of the cell  into the Matrigel and afterwards the first cell division 
takes place. Intracytoplasmic vacuoles localize under both sides of the plasma membrane that links the 
two  cells,  probably  consisting  in  VACs  that  seem  bigger  that  in  the  FRT  cells.  The  same  process  is 
repeated  with  the  reappearance  of  foot  processes  and many  small  vacuoles  (d2),  followed  by  cell 
division and vacuoles coalescence (d3). The fusion of the VACs with the plasma membrane results in the 
























Figure 15. Plural  cell origin  folliculogenesis. Representative DIC  images  from  live‐cell microscopy of  FRT  (upper panel)  and 
primary thyrocytes (lower panel) origin follicles grown in Matrigel for six days. Thyrocytes migrate, contact (A, a), aggregate (B, 











1.3. FRT cells and primary  thyrocytes acquire cell polarity  from  the  first cell division and  form  fully 
polarized follicles with a central lumen in Matrigel cultures. 
Once  the  3D  culture  system was  established we  aimed  to  study  the  cellular  and  structural  polarity 
acquisition  process  in  thyroid  follicles.  For  this  purpose,  we  performed  3D  morphogenesis  assays 
followed  by  immunofluorescence  confocal microscopy  analysis  of  the  expression  and  localization  of 
polarity markers  in growing follicles from FRT cells and primary thyrocytes (Fig. 16). We observed that 
both FRT and thyrocyte derived follicles present apical and basolateral domains specified at the second 
day of growth  in Matrigel after  the  first  cell division has  taken place  (Fig. 16, day 2). The membrane 
interface between the cells is demarcated into a lateral surface where adherens junctions are localized 
and here  visualized by  β‐catenin  (day 2A, B, D and E  in  red)  that  is  interrupted by an apical domain 
defined by ezrin (day 2A and D  in green), a plasma membrane‐actin cytoskeleton  linker that  is apically 
targeted in polarized epithelial cells (Fievet et al., 2004). Tight junctions (TJ) separate the two membrane 
domains  and  are  localized  upper‐laterally  just  above  the  adherens  junctions  as  the  TJ  protein  ZO‐1 
reveals  in  FRT  and  thyrocyte  derived  two‐cell  follicles  (day  2B  and  E  in  green). We  also  examined 
intracellular polarity at this early stage using the Golgi apparatus as a reference and we observed that it 
was apically positioned and  close  to  the  tight  junctions probably  in order  to  facilitate  the delivery of 
apical proteins to the nascent apical surface (day 2B, GM130  in magenta). After five days of growth  in 
Matrigel,  the  spherical  follicles had distinct adherens  junctions visualized by  β‐catenin  staining at  the 
basolateral domains (Fig. 16, day 5A, B, D and E) and tight junctions visualized by ZO‐1 staining localized 
at the upper‐lateral domains (day 5B and E). Ezrin was found delineating the open and centrally localized 
follicular  lumen  (day 5A  and D). Polarized  actin  cytoskeleton was  also observed  through  filamentous 
actin (F‐actin) localization using fluorescent phalloidin (Fig. 16C and E in magenta). Interestingly, F‐actin 
colocalized with ezrin at the apical domains before and after lumen formation (Fig. 16C) demonstrating 
ezrin´s ability  to  link  the F‐actin cytoskeleton  to  the apical surface of  the  thyroid  follicles.  In addition, 
thyroid differentiated state was confirmed through the expression of the thyroid differentiation markers 
NIS and Tg that  localized at the basolateral membrane and  inside the follicular  lumen correspondingly, 
as  demonstrated  in  the  right  and  left  panel  of  the  figure  5F,  respectively.  The  above  observations 
suggest that during thyroid folliculogenesis, epithelial cells acquire membrane and intracellular polarity 
at the first cell division and mature follicles are developed through coordinated cell division and further 
























using  fluorescence  confocal microscopy. Once  the  first  cell  division  takes  place,  intracellular  vesicles 
positively stained for ezrin are subapically localized (Fig. 17A, day 1, left panel). Vesicles are transported 








apical membrane  initiation  site  termed  AMIS  in MDCK  cysts  (Bryant  et  al.,  2010).  Through  further 
delivery and docking of vesicles containing apical membrane components with the plasma membrane, 
the  initial site  is extended and apical domains between cells are created (day 2), although the nascent 
lumen  in the centre of the structure  is not expanded yet (day 3). Finally, opening of the  luminal space 
makes visible a central lumen delineated by ezrin as shown by day 5 (Fig. 17A). F‐actin is recruited in the 
apical domains  from  the beginning of  cell polarization and  lumen  initiation  (see Fig. 16C, day 2), and 
could  generate  force  for  lumen  expansion  and maintenance.  These  observations  suggest  that  apical 






Lumen  initiation site (day 1, 2), nascent  lumen (day 3) and expanding  lumens (day 5) were observed  in FRT cells and primary 










left  panel).  VACs  fusion  with  the  plasma  membrane,  where  the  junctional  complex  between  the 
adjacent  cells  is  initially  localized  (here  visualized  by  β‐catenin),  is  followed  by  its  local  loss  and  the 




5). F‐actin  localization  first at  the subapical VACs, then at the cell‐cell contact and  finally at the apical 
domains that face the hollow  lumen (see Fig. 16F),  indicate that the polarized actin cytoskeleton could 




components at a  coordinated point between  two  closely apposed  cells  is  common between FRT and 
thyrocyte  follicles  and  it  consists  in  the  first  step  in  order  to  create  a  luminal  space  de  novo.  This 
mechanism of  lumen morphogenesis where  cells  contacting  the ECM  initially adhere without  luminal 
space  and  then  vesicles  containing  luminal  components  are  exocytosed  in  a  coordinated  way  to  a 











With  the aim  to characterize cellular processes significantly enriched  (FDR<0.05)  in both experimental 
conditions, we performed gene set enrichment analysis applying four different data bases and using our 
2,265  upregulated  (positive)  and  2,255  downregulated  (negative)  genes  in  3D  vs.  2D  condition.  To 







pathways:  glycerolipid  metabolism  (KEGG,  FDR=0.0967)  and  phosphatidylinositol  signaling  system 
(KEGG, FDR=0.099) were  identified. Positively  regulated genes  in 3D were also  found  to participate  in 
other pathways such as membrane trafficking (Reactome), regulation of actin cytoskeleton (KEGG) and 
integrin‐cell surface interaction (Human_NCI), although they were not significantly enriched.  













2D  gene  expression  profile  compared  to  different  gene  sets.  (A) Gene  set  enrichment  plot  of  3D  epithelial morphogenesis 
components upon bibliographic research.  (B) Gene set enrichment plot of molecular regulators of tubulogenesis reported by 









Altogether,  these  results demonstrate  that  the  regulators of  three dimensional epithelial polarization 
are common and well conserved among epithelial cells of different organ origin.  
1.5.1. Pax8 transcription factor and its target genes are upregulated in 3D versus 2D conditions. 
Concerning  thyroid specific genes, we observed  that Pax8  transcription  factor, oxidase Duox2 and  the 
Duox maturation  factor Duoxa1 were positively  regulated  in 3D FRT  follicles. Pax8  is  the only  thyroid 
specific  transcription  factor  expressed  in  this  cell  line  and  its  expression  is  critical  for  thyroid  gland 
development  during  embryogenesis  and  for  thyroid  differentiation  in  adults.  In  our  laboratory were 
recently  identified  new  Pax8  target  genes  through  ChIP‐Seq  and  microarray  analysis  in  rat  PCCl3 
follicular cells  (Ruiz‐Llorente et al., 2012).  In order  to discover Pax8‐regulated genes  important  in FRT 
follicle formation, we crossed our 3D upregulated genes (Annex I) with Pax8 negatively regulated genes 
in  PCCl3  cells  silenced  for  Pax8  (siPax8)  and we  found  71  common  genes with  FDR<0.01  (Annex V). 
Amongst them, there were genes codifying for proteins consisting in cellular components or members of 









We  next  validated  the mRNA  enrichment  of  some  common  genes  (Table  7  in  bold)  in  3D  follicles 
through q‐PCR shown in figure 19. We chose four genes essential for the epithelial polarized phenotype: 
the adherens junction protein cadherin‐16 (Cdh16), the apical recycling and transcytosis protein Rab17, 
myosin Vb  (Myo5b) which  participates  in  apical  exocytosis  and Wnt4  that  is  necessary  for  epithelial 







cell  surface  and  the  basement membrane  protein  nidogen  2  (Nid2). Moreover,  genes  for  the  tight 
junction  protein  ocludin  (Ocln),  the  tubulin  associated  protein  dynein  light  chain  roadblock‐type  2 
(Dynlrb2)  that binds dynein  to  cargo and adaptor proteins, and  the microtubule‐associated protein 7 
(Map7)  were  also  confirmed  to  be  enriched.  We  finally  validated  two  negatively  regulated  in  3D 
condition  genes:  fibronectin  1  (Fn1)  that  was  negatively  regulated  by  Pax8,  and  Wnt7a  whose 










3D  follicles.  FRT  cells were  grown  in 2D  and 3D  conditions  and  lysates were  collected  after  5 days of  culture. After mRNA 
extraction  and  cDNA  polymerization,  samples  were  analyzed  by  q‐PCR  and  quantitative  data  was  referred  to  2D  genes 
expression levels after normalization with Polr2g expression. Values are mean±SD from two or three replicates.  
 
1.6. Pax8  silencing  specifically disrupts apical membrane polarity orientation,  lumen  formation and 
polarized cytoskeleton distribution in a 3D environment.  
In order to study the involvement of Pax8 in 3D follicular cell polarity acquisition and follicle formation, 




morphogenesis  assays  followed  by  immunofluorescence  confocal  analysis  of  apical‐basolateral 



















After 5 days of 3D growth, 92.6% of  control  follicles  (shCtr) established  the apical pole  in  the  follicle 












to  the  progressive  loss  of  shRNA  expression  in  the  growing  follicles  as  demonstrated  in  figure  20C. 
Concerning  basolateral  polarity  in  Pax8  depleted  follicles,  β‐catenin  always  localized  at  the  cell‐cell 




Next we examined  the distribution of  the actin  cytoskeleton  in  shPax8  follices and we observed  that 
actin  filaments were completely or partially delocalized at  the periphery of  the  follicles and  that  fully 
colocalized with ezrin (Fig. 21A). Ezrin activation through phosphorylation is necessary for its association 
with  the  cortical  actin  cytoskeleton  (Fievet  et  al.,  2004).  Therefore, we  examined  the  localization  of 
active  ezrin  in  shCtr  and  shPax8  follicles  using  an  anti‐phospho‐ERM  antibody  that  recognizes 
phosphorylated ezrin at threonin 567. As shown in figure 21B, ERM proteins were phosphorylated at the 
apical membrane  of  control  cells  and  had  the  same  localization  as  ezrin  (see  Fig.  20A), whereas  in 




follicles  and we  observed  that  it was  restricted  to  the  subapical  domains  in  shCtr  follicles  (Fig.  21C, 
upper panels), while showed a basal cytoplasmic distribution in shPax8 follicles (Fig. 21C, lower panels). 
Altogether  these  results demonstrate  that  in  the  absence of Pax8,  the polarized distribution of both 



























sections  of  two‐cell  follicles  demonstrated  that  in  the  absence  of  Pax8  the  apical  domain  is  not 
established between  the  adjacent  cells as all  the  shPax8  thyrocyte  follicles presented both ezrin and 
actin filaments delocalized at the periphery of the follicles (Fig. 22A). In some cases, actin filaments were 
also  present  in  the  plasma  membrane  between  the  two  cells  (Fig.  22B).  Vacuoles  carrying  apical 
membrane  components were  basally  orientated  instead  of  apically  and  this may  explain  the  apical 
protein accumulation  in the basal membrane which  is  in contact with the ECM as shown  in the upper 
panel  in  figure  22A.  Staining  with  pERM  antibody  revealed  that  basal  ezrin  is  phosphorylated  and 
localized in characteristic surface blebs that protrude towards the ECM. Active ezrin could interact with 
F‐actin at  the base of  these structures, as actin  filaments were restricted  in  the basal membrane  (Fig. 
22B  lower  panel). As  a  consequence,  lumen  initiation  site was  not  defined  and  no  open  lumen was 






























Figure 23. Pax8 depletion does not alter  the polarity of monolayers.  Immunocytochemical analysis of apical polarization  in 






1.7. Cadherin‐16  is downregulated  in  the absence of Pax8 and  its silencing affects  lumen  formation 
and polarized cytoskeleton organization during follicle formation.              
In order to unravel the molecular mechanisms that  link Pax8 to thyroid follicle polarity we focused on 
the Pax8 downstream targets  identified previously  in our  laboratory (see Results 1.5.1.). Among them, 
there was a member of the cadherin family, the cadherin‐16 (Cdh16) gene expressed in the developing 
mouse thyroid gland (Cali et al., 2012) under the transcriptional control of Pax8 in vivo (de Cristofaro et 
al., 2012) and  in vitro  (Ruiz‐Llorente et al., 2012). Taking  into account that Cdh16  is upregulated  in 3D 
FRT  follicles,  positively  regulated  by  Pax8  and  that  links  to  actin  cytoskeleton  through  αB‐crystallin 
(CRYAB)  in  kidney  cells  (Thedieck  et  al.,  2008),  we  questioned  its  role  in  the  maintenance  of  the 
architecture and integrity of the thyroid follicles. In order to test our hypothesis we first confirmed the 
effect of Pax8 depletion on Cdh16 expression and localization in FRT follicles. As shown in figure 24, the 












blot analysis  in order to evaluate Pax8 silencing and Cdh16 expression  levels. Lysates were also  immunoblotted for β‐actin to 
ensure  equal  loading.  (B)  Lateral  localization  of  Cdh16  in  control  follicles  is  lost  after  Pax8  silencing.  Representative  single 





growing  shCdh16  follicles  demonstrated  inverted  apical  domains  as  evidenced  by  the  aberrant 
phosphorylated  ezrin  localization  at  basal  or  both  basal  and  apical  membranes  (Fig.  25A). 
Concomitantly, tight  junctions visualized by ZO‐1 had a  lower‐lateral or basal  localization  in the Cdh16 
depleted cells where ezrin was also mislocalized as shown in figure 25A. After 5 days of growth, 45.5 % 
of the shCdh16 follicles formed a central lumen and 24.5 % of them showed basal ezrin localization (Fig. 
25B).  The  distribution  of  cell  cytoskeleton  was  also  affected  in  Cdh16  silenced  follicles.  Polarized 
acetylated microtubules were localizing basally beneath the active ezrin (Fig. 25A) instead of subapically 
as  it happens  in the correctly polarized follicles. Actin filaments were  localized at the periphery of the 
shCdh16 follicles (Fig. 25C) suggesting that F‐actin loses its apical polarized organization due to the lack 












wells  as  for polarized microtubules distribution. Representative  single  confocal  sections  through  the middle of  FRT  follicles 
stained for phosphorylated ERM (pERM, green), ZO‐1 (magenta) and acetylated tubulin (Ac‐tub, red). (B) Quantitation of lumen 
formation and basal ezrin localization. Graph denotes the percentage of shCtr or shCdh16 FRT follicles forming a central lumen 












in  FRT  follicles. Preliminary  results  in  thyrocytes  suggested  that  suppression of Cdh16 affected apical 







Figure  26.  Cdh16  is  downregulated  in  the  absence  of  Pax8  and  its  silencing  disrupts  apical  polarity  and  inhibits  lumen 
formation  in  thyrocyte  follicles.  (A)  Protein  expression  of  Pax8  and  Cdh16  in  primary  thyrocytes  after  infection with  the 
lentiviruses  shCtr and  shPax8. Cells were grown  in 6H and  total  lysates were  subjected  to Western‐blot analysis  in order  to 
evaluate Pax8 silencing and Cdh16 expression levels. Lysates were also immunoblotted for β‐actin to ensure equal loading. (B) 
Infected  shCdh16  thyrocytes were grown  for 2 and 5 days  in 3D Matrigel  culture and  follicles were  then  fixed and  stained. 





Taken  together,  these  findings demonstrate  that  lack of Cdh16  leads  to apical polarity disruption  in a 
similar way  as  Pax8  depletion  suggesting  a  Pax8‐Cdh16  pathway  that  participates  in  apical  domain 
orientation and  regulates actin and microtubule cytoskeleton dynamics. The participation of Cdh16  in 
apical  polarized  distribution  of  F‐actin was  also  reinforced  by  preliminary  results  of  gain  of  function 
experiments  in which shPax8 FRT cells  that were  transiently  transfected with a Cdh16‐GFP expression 










Figure 27. Exogenous Cdh16 expression  reestablishes apical distribution of actin  filaments.  Infected  shPax8 FRT cells were 
transiently  transfected with  Cdh16‐GFP  expression  vector  and  grown  in  three‐dimensional Matrigel  culture. Representative 






αB‐crystallin  (CRYAB)  is  a  small  heat  shock  protein  involved  in  the  stabilization  and  regulation  of 
cytoskeletal  proteins  such  as  actin,  vimentin  and  tubulin,  among  others  (Wang  and  Spector,  1996, 
Nicholl  and  Quinlan,  1994,  Arai  and  Atomi,  1997).  So  far,  CRYAB  is  the  only  identified  cytoplasmic 
partner of Cdh16 and the linker between Cdh16 and actin filaments in the basal side of renal collecting 
ducts (Thedieck et al., 2008). Willing to further characterize the Pax8‐Cdh16‐polarized cytoskeleton and 
ezrin  pathway,  we  questioned  the  role  of  CRYAB  as  a  potential  linker  between  Cdh16  and  actin 
cytoskeleton in our cell system. To answer this question, we first evaluated CRYAB expression after Pax8 
and Cdh16  silencing and we  found  that CRYAB protein  levels were diminished only  in  the absence of 
Pax8 in both FRT cells and mouse thyrocytes (Fig. 28A and B). Unexpectedly, in some cases that Cdh16 













Pax8,  Cdh16  and  CRYAB  in  (A)  FRT  cells  and  (B)  primary  thyrocytes  after  infection with  the  lentiviruses  shCtr,  shPax8  and 





















cysts  via  Rac1  activation  and  laminin  organization  in  the  basement membrane  (BM)  through  actin 












Figure 30. Cdh16 depletion downregulates  β1‐integrins expression  in 2D and 3D FRT  cultures. Protein expression of Pax8, 





On  the  other  hand,  integrin‐mediated  adhesion  of  cells  to  the  ECM  is  required  for  Rac1 membrane 















Figure 31. Rac1 apical  localization  is necessary  for  the apical distribution of actin  filaments  in polarizing  follicles.  (A) Rac1 
apical localization is disturbed in shPax8 and shCdh16 follicles. Representative single confocal immunofluorescence sections in 
the middle of FRT control, shPax8 and shCdh16 follicles stained for Rac1 (red) and F‐actin (magenta) in order to determine Rac1 
localization  and  its  relation  with  actin  cytoskeleton.  (B)  Apical  active  Rac1  localization  rescues  actin  filaments  polarized 










restore apical polarity  in Pax8 depleted  follicles  (Fig. 31B). Actin  filaments were apically  relocalized  in 
the  Rac1QL‐HA  transfected  shPax8  follicles  and  a  42.9%  of  the  follicles  formed  central  lumens with 
exclusively apical ezrin and upper‐lateral ZO‐1 localization (data not shown). These results suggest that 
Rac1 activation should be downregulated upon Pax8 depletion  in FRT follicles and GTP‐Rac1 pull‐down 
experiments  are  currently  being  performed  to  confirm  this  hypothesis.  Taken  together,  these  data 
indicate that local activation of Rac1 in the initial zone of cell‐cell contact is necessary for correct apical 
domain  polarization  during  folliculogenesis.  Although  there  is  still  missing  information  about  the 
components of Pax8 signaling pathway that leads to follicle polarization we have assigned an important 
role  to  Cdh16  in  the  forming  adherens  junctions  where  could  interact  with  the  actin  cytoskeleton 
through CRYAB  in order  to position Rac1  in  the  first  cell‐cell  junction where  active Rac1 would  then 





NIS basolateral plasma membrane  localization  in  thyroid  follicular cells  is crucial  for  thyroid hormone 
synthesis  as  wells  as  for  radio‐iodide  therapy  in  thyroid  cancer.  The  traffic  routes  involved  in  NIS 
basolateral transport have not been identified yet despite of their importance. In the view of this lack of 
knowledge, we decided  to  inspect NIS  cytosolic  tail  for potential basolateral  sorting  signals based on 
conventional and unconventional motifs  reported  in  literature  (Gonzalez and Rodriguez‐Boulan, 2009, 
Janvier et al., 2003, Torres et al., 2011).  
Multiple  sequence  alignment  analysis  of NIS  cytoplasmic  C‐terminus  and  intracellular  loops  revealed 
leucine and tyrosine‐based motifs.  In detail, we  identified a conserved dileucine motif PGLL (L562L563  in 
human, rat and and other species) followed by a conserved diaromatic motif WW in the beginning of the 
cytoplasmic domain of  the protein  (W564W565  in human and other  species) as  shown  in  figure 32. We 
also  recognized  the  LVK  leucine‐based motif  preceded  by  a  region  of  acidic  residues  similar  to  the 
ALVVHP motif of syntaxin 4 demonstrated to be responsible for its basolateral localization depending on 

















we  detected  a  single  leucine  L114T115 motif,  a  two  tyrosine‐containing motif  118Y[QE]YL121  or/and  the 
118Y[QE]YLE122 and the single tyrosine motif 120YLE[LM]123, all localized in the intracellular region between 
the  III  and  IV  NIS  transmembrane  domains.  Interestingly,  the  Y[QE]YLE  appeared  similar  to  the 
Yx[FYL][FL]E  signal  identified  in  the  amyloid  precursor  protein  responsible  for  its  basolateral  sorting 
through  its  interaction with  the  μ4  subunit  of  the  AP‐4  adaptor  protein  (Burgos  et  al.,  2010).  The 
YLE[LM] and Y[QE]YL motifs fitted the minimal consensus for YxxØ signals that are known to bind to μ 
subunits of AP1, 2, 3  complexes  (Ohno  et  al., 1995, Owen  and  Evans, 1998, Mardones  et  al., 2013). 
Together,  these  results  resumed  in  Table  8,  revealed  possible  mono/dileucine‐  and  tyrosine‐based 
















As  NIS  basolateral  sorting  routes  have  not  been  characterized  yet,  at  first  place  we  evaluated  the 
subcellular  localization  of  newly  synthesized  NIS  in  thyroid  follicular  cells  upon  induction  of  NIS 
expression by TSH. Confluent PCCl3 follicular cells were maintained  in starvation medium for 5 days  in 
order to completely abolish NIS expression as it has a half‐life of approximately 3 days in the absence of 
TSH  (Riedel  et  al.,  2001).  Cells were  then  stimulated with  TSH  for  12  and  24  hours  and NIS  plasma 
membrane  (PM) and  subcellular  localization were determined  through membrane biotinylation assay 
and  colocalization  immunofluorescence,  respectively. As  it  is  shown  in  figure 33, NIS was  completely 
absent from both the plasma membrane and cytosolic extracts (Fig. 33A) or the cell cytoplasm (Fig. 33B) 
in the absence of TSH. Addition of TSH induced NIS de novo protein synthesis that became detectable at 





plasma  membrane  and  showed  a  strong  perinuclear  and  cytoplasmic  distribution,  while  its 
colocalization with the TGN marker was not apreciated (Rr=0.14±0.04) as shown in figure 33B. The high 
intensity  of  NIS  labeling  at  a  region  close  to  the  TGN  suggested  its  association  with  the  recycling 



















of TSH  treatment,  ɣ‐adaptin  (green, medium panels) and NIS  (red), Clathrin  (green,  lower panels) and NIS  (red)  in order  to 
determine newly synthesized NIS subcellular localization. Insets of the regions in white boxes are shown. C) NIS colocalizes with 




















TGN  to  the  basolateral membrane  by  interaction  between  its medium  subunit  (µ1A) with  the  cargo 
proteins  through canonical YxxØ and non‐canonical motifs  (Carvajal‐Gonzalez et al., 2012, Gravotta et 
al., 2012). To determine  the  role of AP‐1A  in NIS  sorting we  knocked down µ1A and we  studied  the 
effect  on  the  polarized NIS  localization  in MDCKhNIS  cells. Using  confocal microscopy  (Fig.  34A) we 
observed no changes in basolateral NIS localization in fully polarized µ1A‐KDhNIS cells compared to the 
steady‐state basolateral NIS localization in polarized control cells. These results were confirmed through 
quantitative domain‐selective biotinylation  followed by Western‐blot analysis  (Fig. 34B)  that  revealed 
























2.4. Knockdown of  the medium  subunit of AP‐1B  adaptor missorts NIS  at  the  apical membrane of 
polarized MDCK cells. 
Next,  we  examined  the  role  of  the  epithelial  specific  AP‐1  variant  AP‐1B,  demonstrated  to  sort 
basolateral proteins in recycling and biosynthetic routes through interaction of its medium subunit µ1B 
with  conventional  tyrosine‐based  and  unconventional  signals  localized on  the  cytoplasmic  tail of  the 
cargo  proteins  (Gravotta  et  al.,  2012,  Carvajal‐Gonzalez  et  al.,  2012,  Guo  et  al.,  2013).  Confocal 
microscopy  of  confluent  µ1B‐knockdown  MDCKhNIS  cells  (µ1B‐KDhNIS)  revealed  a  dramatic  apical 
redistribution of NIS that contrasted with its exclusive basolateral localization in MDCKhNIS (Fig. 35A) or 
control  cells  (Fig.  34A).  Nevertheless,  tight  junctions  (ZO‐1)  and  adherens  junctions  (β‐catenin) 
morphology  and  polarized  localization were  preserved  in  µ1B‐KDhNIS  cells  as  shown  in  the midcell 
confocal  sections  at  the  lower  panels  of  figure  35A. Quantitative  domain‐selective  biotinylation  (Fig. 















immunofluorescense  and  (B)  domain‐selective  biotinylation,  streptavidin‐agarose  retrieval  and  Western‐blotting.  (A)  NIS 
localizes  at  the  apical  membrane  in  µ1B‐KDhNIS  cells  while  membrane  polarity  is  preserved.  Representative  confocal 
immunofluorescence  of  apical  xy  sections  from  a  z‐stack  and  orthogonal  xz  views  stained  for  NIS  (red)  and  the  apical 
glycoprotein gp135  (green)(upper panels), NIS  (red),  tight  junctions ZO‐1  (magenta) and adherens  junction β‐catenin  (green) 
(lower panels). Scale bar  is 10µm.  (B) NIS and TfR  show decreased polarity whereas  α‐Na,K ATPase and gp135 have correct 
polarized plasma membrane distribution  in µ1B‐KDhNIS cells. Representative Western‐blot analysis and quantification of NIS, 



















that NIS mislocalization has been associated with  impaired  function  in  some cases  (De  la Vieja et al., 
2005). To answer this question, we performed a time course 125Iodide uptake assay with MDCKhNIS and 
µ1B‐KDhNIS fully polarized cells. First, we analysed uptake after adding radio‐iodide at the basolateral 
chamber  side  (Fig.  37A)  and we  observed  that  iodide  uptake  from  the  basolateral  localized NIS was 
relatively similar  in both cells at  the beginning, while µ1B‐KDhNIS cells had an evident delay  in  iodide 
uptake after 30 minutes of  incubation that was maintained until the end of the experiment (Fig. 37A). 
The  iodide  efflux  through  the  apical  plasma  membrane  in  µ1B‐KDhNIS  cells  was  slower  than  in 
MDCKhNIS cells and  this result could be explained by  the presence of  functional NIS molecules  in  the 
apical membrane that would re‐uptake iodide from the apical chamber side to the intracellular medium 
in  µ1B‐KDhNIS  cells.  This  intracellular  iodide  increase would  consequently  slow  down  iodide  uptake 
from  the basolateral  side and would explain  the delay  in basolateral  influx observed after 30 min of 
incubation. When  radio‐iodide  was  added  at  the  apical  chamber  side  (Fig.  37B),  iodide  influx  was 




















basolateral  sorting.  However,  the  group  of  Dr.  Enrique  Boulan  has  demonstrated  that  AP‐1B  can 
compensate  for  AP‐1A  function  in  the  case  of  the  TfR  and  LDL  receptor  basolateral  sorting  and 
membrane targeting in MDCK cells (Gravotta et al., 2012). Therefore, in order to clarify the role of AP‐1A 
in NIS basolateral  traffic we generated a double knockdown  for both μ1A and μ1B  in MDCKhNIS cells 
(μ1AB‐KDhNIS)  and  then we  examined  the  polarized  distribution  of NIS  and  several  PM markers  by 
immunofluorescence  and  domain‐selective  biotinylation.  Orthogonal  views  of  serial  z‐sections  using 
confocal microscopy  revealed  strong  apical NIS  staining  and  colocalization with  the  apical  gp135  as 
shown in figure 38A. Quantitative domain‐selective biotinylation (Fig. 38B) demonstrated that a 43% of 
NIS was  at  the  basolateral  domain  in  μ1AB‐KDhNIS  cells, whereas  a  57% was  apically mistargeted. 
Conversely, μ1AB knockdown did not cause any further loss of polarity of the TfR when compared to its 
BL  localization  in  μ1B‐KDhNIS  cells  (78%  vs.  72%).  Moreover,  the  polarized  distribution  of  the 











Figure  38.  NIS  is  apically  targeted  in  the  absence  of  both  µ1A  and  µ1B.  Control  and  µ1A,1B  knockdown  (µ1AB‐KDhNIS) 
MDCKhNIS cells were plated on polycarbonate filters and analyzed for the polarized distribution of NIS and several endogenous 
PM markers by  (A)  immunofluorescense and  (B) domain‐selective biotinylation,  streptavidin‐agarose  retrieval  and Western‐
blotting. (A) NIS localizes at the apical membrane in µ1AB‐KDhNIS cells. Representative confocal immunofluorescence of apical 
xy sections from a z‐stack and orthogonal xz views stained for NIS (red) and gp135 (green). Scale bar is 10µm. (B) NIS and TfR 





transiently  transfected with  a  µ1A  expression  vector  tagged with HA.  Few  colocalization  spots were 
detected between µ1A and NIS (0.206±0.03) in the trans‐Golgi compartment shown as white dots in the 
colocalization inset in figure 39. These results indicate that AP‐1A mediates NIS basolateral sorting at the 





Figure  39.  NIS  colocalization  with  exogenous  µ1A  in  MDCKhNIS  cells.  MDCKhNIS  cells  were  transfected  with  µ1A‐HA 
expression vector and proteins colocalization was analyzed 48 hours post‐transfection by immunofluorescense. Representative 





2.6.  TSH  deprivation  induces  clathrin‐independent  NIS  internalization  and  lysosome‐mediated 
degradation. 
NIS  plasma  membrane  localization  is  crucial  for  the  proper  gland  function,  however  in  poorly 
differentiated or dedifferentiated  thyroid cancers and upon certain  stimuli  in vitro, NIS  is  internalized 
from the plasma membrane (Kogai and Brent, 2012).  Interestingly, TSH deprivation  is also reported to 
induce NIS  internalization  in  FRTL5  thyroid  cells  (Riedel  et  al.,  2001). As we  have  been  studying NIS 
biosynthetic  pathway  upon  TSH  stimulation,  we  also  aimed  to  determine  the  TSH‐dependent  NIS 
internalization pathway  in PCCl3 thyroid cells. Analysing NIS cytoplasmic tail and  intracellular  loops we 
identified a dileucine motif 560PGLL563 and a tyrosine based 120YLE[LM]123 motif in the cytoplasmic tail and 
the second  intracellular  loop respectively, that could both act as endocytic signals  interacting with the 
clathrin‐dependent  endocytic  (CDE)  route.  Specifically,  AP‐2  which  is  the  main  endocytic  clathrin‐
associated adaptor, recognizes YxxØ and [DE]xxxL[LI] signals through its µ2 and α‐σ2 subunits (Ohno et 
al., 1995, Doray et al., 2007) and therefore consists in a possible NIS carrier.  
To  study NIS  internalization  process,  almost  confluent  PCCl3  follicular  cells were  initially  cultured  in 
starvation  medium  supplemented  with  TSH  in  order  to  stimulate  NIS  expression  and  membrane 
localization. Next, we removed TSH from the medium and performed time course kinetics followed by 
biotinylation  and Western‐blot  analysis  and  we  observed  that membrane  protein  levels  started  to 
decrease after 24 hours of TSH deprivation as shown  in  figure 40A. Cells cultured without TSH  for 48 
hours showed a drastic decrease  in both cytosolic and membrane NIS expression and  localization (Fig. 
40A) also confirmed by immunofluorescence microscopy (data not shown).  















grown  in  starvation medium during 5 days  and  then  stimulated with  TSH  for 24 hours  to  induce NIS  synthesis  and plasma 
membrane  targeting. Then TSH was  removed  for 12, 24 and 48 hours. α‐NA,K ATPase was used  to ensure equal  loading. B) 
Membrane NIS  suffers  internalization  at  24  hours  of  TSH  deprivation.  Representative  single  confocal  immunofluorescence 
sections of PCCl3  cells  stained  for AP‐2  (green, upper panels),  clathrin  (green, medium panels),  transferrin  receptor  (green, 
lower panels)  and NIS  (red)  at 24 hours of  TSH  removal  in order  to determine NIS  colocalization with markers of  clathrin‐
dependent pathway. Scale bar is 10µm. 
 
Then, to check  if the canonical endosome to  lysosome pathway  is  implicated  in NIS  internalization we 
performed colocalization assays with early and late endosomal markers after 24 hours of TSH removal. 
NIS showed no colocalization with the early endosomal marker EEA1 or with the late endosomal marker 
syntaxin 7  (Stx7) as exhibited  in  figure 41A, at  the upper and medium panels,  respectively. Next, we 




















Although, we did not observe  colocalization between NIS and  the  lysosomal dye  lysotracker after 24 
hours of TSH removal, lysosomal inhibition during 2 hours resulted in accumulation of NIS protein in the 
absence  of  TSH  for  42  hours  (Fig.  41B,  upper  panel).  Lysosomes  inhibition was  indirectly  evaluated 
through  the  autophagosomal  LC3 protein  that  correlates with  the number of  autophagosomes  in  its 
lipidated membrane‐bound  LC3‐II  form  (Tanida  et  al.,  2005). Our  results  showed  that  autolysosomal 
degradation  was  efficiently  inhibited,  as  the  LC3‐II  protein  was  accumulated  after  the  addition  of 
lysosome inhibitors (L. Inh.) for 2 hours (Fig. 42B medium panel). Threrefore, we demonstrate that NIS is 
degraded in the lysosomes due to TSH removal for 42 hours.  

























































Thyroid  gland,  as  other  epithelial  organs,  is  generated  during  embryogenesis  from  groups  of  non‐
polarized  cells  by  a  combination  of  processes  that  induce  the  acquisition  of  cell  polarity,  lumen 
formation  and  the  subsequent  steps  required  for  final  gland morphogenesis.  Throughout  evolution, 
invertebrates do not produce thyroid hormones and lack a thyroid structure, although they respond to 
exogenous  THs  and  are  able  to metabolize  them  (Eales,  1997).  Conversely  chordata, which  include 
protochordata  and  vertebrates,  established  specific  structures where  thyroid  hormones  biosynthesis 
and  storage  take  place.  Endostyle  was  the  first  TH‐producing  organ  formed  in  protochordata  that 
evolved  to a  folliculated  thyroid  in  the parasitic  lamprey, a primitive  vertebrate, and  this  folliculated 
thyroid structure  is common  in all vertebrates despite gross anatomic differences. Therefore,  it seems 
that  follicular  structure  is  required  for  hormone  synthesis,  storage  and  regulated  secretion  in 
vertebrates,  whether  cell  polarity  is  essential  for  iodide  uptake.  Accordingly,  mammalian  primary 
thyrocytes  that  show  correct  apical‐basal  polarity  in  vitro  fail  to  synthesize  T3  or  T4  in monolayer, 
demonstrating that cell polarity  is not enough for THs synthesis (Takasu et al., 1992). On the contrary, 
follicles  formed  from  primary  thyrocytes  and  embryonic  stem  cells  in  3D  ECM  cultures,  show 
thyroglobulin  iodination  and  THs  accumulation  in  the  follicular  lumen  (Toda  and  Sugihara,  1990, 
Antonica et al., 2012). In humans, the physiological role of the gland can be disturbed due to disruption 
of  thyroid hormone biosynthesis  (dyshormonogenesis) or by developmental defects  including  thyroid 
agenesis or athyreosis, ectopia, hypoplasia and hemiagenesis, described as thyroid dysgenesis (TD). TD is 
present  in 85% of congenital hypothyroidism  (CH), a disorder with an  incidence of about 1 per 3,500 
newborns  (De  Felice  and  Di  Lauro,  2004).  Mutations  in  thyroid  transcription  factors  have  been 
associated to TD and involved epigenetic mechanisms are still to be elucidated (Fernandez et al., 2015). 





and  rat FRT cells  reorganized  to  form  follicles  in a morphological sequence very similar  to  that which 
occurs during embryogenesis. When cells are seeded  in Matrigel their entire surface comes  in contact 
with the extracellular matrix and  in combination with the  lack of cell´s basal  lamina, cells  lose polarity. 
At that time, primary thyrocytes resemble to the differentiated state of thyroid precursors at the stage 
of folliculogenesis during thyroid morphogenesis. Next, many small cavities are formed, accumulate and 




intracytoplasmic  cavity  has  been  also  described  in  rat  and  porcine  thyrocytes  grown  in  2D  and  3D 
cultures,  and  it  is  considered  to  develop  after  possible  fusion  of Golgi  secreted  vesicles  in  order  to 
constitute  the  apical  side  of  the  individual  cells  (Remy  et  al.,  1980,  Toda  and  Sugihara,  1990).  This 
process  seems  to  be  the  first  step  of  thyroid  follicle  reconstruction.  Then,  single  cells  undergo  cell 
division or aggregation and  linkage with other cells and a follicular structure consisting of two or more 
cells  is  reconstructed  supporting both  theories of  single cell and plural cell  follicle origin  (Toda et al., 
1993). At that moment the component thyrocytes regain polarity as two different membrane domains 
are defined: a surface in contact with the ECM, and a contact site between the apposing cells.  
Cell‐ECM  interaction  is mediated  by  integrins  that  become  fully  activated  upon  engagement  of  ECM 
proteins.  It  is known that thyroid cells synthesize and secrete collagen  IV and  laminin  in order to form 
basal  lamina at  the cell side  that  is not  in contact with  the neighbour cell  (Frohlich et al., 1995). As a 
consequence, we demonstrate that β1‐integrins become activated in the 3D environment and can thus 
transduce  ECM  signals  involved  in  the  establishment  of  polarized  trafficking machinery, membrane 
domain identity and 3D follicular organization through still uncharacterized mechanisms in thyroid.  
The recruitment of cell adhesion proteins  to cell‐cell contact site after  the  first cell division constitute 






its  apical  localization, where  Rac1  is  also  observed  from  the  early  first  steps  of  follicle  polarization, 




membrane  separation  due  to  apically  transported  anti‐adhesive  factors  that  have  been  reported  in 
other cell systems (Martin‐Belmonte and Mostov, 2008). 
Our findings in both cell type follicles support a lumenogenesis mechanism through a hollowing process 
according  to which  thyroid  cells  adhere without  luminal  space  and  then  vesicles  (FRT  cells)  or VACs 
(thyrocytes) containing  luminal components are exocytosed  in a coordinated way  to a central  luminal 
region.  In FRT cells, vesicle  fusion at cell contact  site  first defines apical membrane and  then nascent 
lumen  gradually  grows  by  the  constitutive  transport  and  insertion  of  new membrane  components. 




junctional complex and  its  local  resolution  leads  to consequent coalescence between  the VACs of  the 
cells composing  the  follicle. Central  lumen grows bigger  through  further VACs apical coalescence and 
this mechanism has been already  reported  in porcine primary cultures  (Remy et al., 1977) and  in  the 
neonatal rat folliculogenesis (Nathaniel, 1986). The differences  in  lumenogenesis between the two cell 
types  could  be  attributed  to  the  role  of  TSH  that  appears  to  increase  the  secretion  from  the Golgi 
apparatus and enhances intervesicular fusion which promotes the formation of intracellular big vacuoles 
(Remy et al., 1983).  Lack of  such apical vacuolar  compartments and  slow  luminal growth  in FRT  cells 
could  be  due  to  the  absence  of  TSH  receptor  and  therefore,  to  failure  of  TSH  signalling. Alternative 
lumen  formation mechanisms  such  as  the  cavitation  that  has  been  reported  for  grass  snake  thyroid 
(Rupik, 2012), may not be exclusive but mutually compensatory in case that one is perturbed, as it has 
been suggested  in MDCK cyst  lumenogenesis (Martin‐Belmonte et al., 2008). Finally, mature polarized 
follicles  are  characterized  by  a  central  open  lumen  rich  in  thyroglobulin  and  ezrin‐positive microvilli. 
Lumen  expands  thanks  to  ion  and water  efflux, while mature  tight  junctions prevent  leakage. Apical 
recruitment  of  F‐actin mediated  by  phosphorylated  ezrin  that  in  turn  links  to  the  apical membrane 
through binding to phosphoinositol‐4,5‐diphosphate (PIP2) (Fievet et al., 2004) can be generating force 
for lumen expansion and maintenance apart from supporting microvilli formation. 
All  these observations  together, define  thyroid  follicle morphogenesis  in vitro,  in a process  that could 
happen also in vivo during thyroid organogenesis. Thyroid cell‐ECM and cell‐cell interaction through β1‐
integrins signalling, adherens and tight junction initial formation as well as cell cytoskeleton organization 
contribute  to  apical‐basal  cell  polarity  acquisition.  As  a  consequence,  coordinated  apical  vesicular 
exocytosis and polarity protein distribution define apical domain and lumen initiation site. Lumen filling 
and  tight  junction maturation  prevent  colloid  leakage  and  guarantee  proper  thyroid  structure  and 
function.  
1.2. Pax8 as a regulator of follicle morphogenesis 
One  of  the  unsolved  questions  in  thyroid morphogenesis  concerns  the molecular  pathways  that  are 
involved in the three dimensional organization of thyroid epithelial cells into follicles. Taking advantage 
of  the  fact  that FRT cells can undergo polarization  into either 2D or 3D cultures, we used microarray 
analysis and we found several gene sets known to be  implicated  in 3D epithelial architecture. As most 
studies of cell polarization have focused on post‐translational events implicated in proteins organization 
and  distribution,  and  little  is  known  about  transcriptional  events  involved  in  the  development  of 
epithelial polarity; we focused on the transcriptional changes that accompany polarization  in FRT cells 








phenotype contrasts with the  loss of polarity or multiple  lumens formation that  is frequently observed 
when  regulation of polarization  is disrupted  (Martin‐Belmonte et al., 2007,  Jaffe et al., 2008).  It also 
underscores the independent natures of pole formation and pole orientation. Thus, in Pax8 knockdown 
cells,  the microvillar  protein  ezrin  is  redistributed  to  the  outer  surface  of  follicles where  presents  a 
continuous or  a patchy distribution  and  forms  surface blebs  that protrude  towards  the  ECM.  Similar 







showing  a  diffuse  basal  cytoplasmic  localization.  The  role  of  microtubules  (MT)  cytoskeleton  in 
maintaining  thyroid  cell  polarity  and  follicular  organization  through  MT‐dependent  transport  of  TJ 
components  and VACs has been  reported  (Yap  and Manley, 2001),  and make us hypothesize  that  TJ 
mistargeting  at  the  lower‐lateral  plasma  membrane  could  be  due  to  impaired  MT  polarized 
organization.  Moreover,  MT‐dependent  Golgi  positioning  towards  the  basal  cell  side  reveals  that 
intracellular polarity is misoriented too (data not shown). 
To  initiate  a  luminal  space  de  novo  during  the  development  of  follicle  polarity,  apical  membrane 
components must be delivered to the site of  lumen  initiation between neighboring cells. Pax8‐induced 
polarity  inversion observed  from  the  first cell division  led  to  lumen disappearance  in mature  follicles, 
consistent with the evidence that apical membrane biogenesis in the determining step that establishes 
the  follicular  lumen  and  hence  completes  folliculogenesis  (Yap  et  al.,  1995b).  Phenotypic differences 
among follicles and between cells of the same follicle related to ezrin or actin  localization were due to 
silencing  heterogeneity.  Thus,  it  seems  that  the  inverted  apical  pole  is  subject  to  remodelling  in 
response to restored Pax8 signalling.  
This  is  the  first  time  that  a  thyroid  transcription  factor  is  related  to  follicular  polarity  and  follicle 
formation.  The  fact  that  FRT  cells  have  lost  all  the  thyroid  differentiation  markers  and  thyroid 
transcription  factors  except  from  Pax8,  but  have maintained  the  ability  to  polarize  and  form  three‐




polarization  and  follicle  formation  and  constitute  this  cell  line  an  ideal model  system  to  study  the 
molecular mechanisms implicated in thyroid folliculogenesis. 
1.3.  Cdh16  impairs  cell  cytoskeleton  polarized  distribution  and  leads  to  inversion  of  cell  polarity 
during follicle morphogenesis  
Despite the polarity inversion due to Pax8 loss, cell‐cell junctions are formed and basolateral markers of 
adherens  junctions  as  β‐catenin  remain  concentrated  in  contact  zones  between  cells.  However, 
cadherin‐16  (Cdh16) mRNA  and protein  levels  are dramatically diminished  in  the  absence of Pax8  in 




Santisteban  et  al.,  2012).  Interestingly,  silencing  Cdh16  in  FRT  cells  and  primary  thyrocytes  reveals 
similar defects in apical domain and cytoskeleton orientation, TJ localization and lumen formation as in 
Pax8  depleted  follicles,  suggesting  that  a  Pax8‐Cdh16  pathway  may  be  involved  in  apical  domain 
orientation from the first steps of polarity acquisition. As adherens junctions are apparently unaffected 
due  to  other  cadherins  expression  at  the  cell‐cell  contact,  while  cell  cytoskeleton  is  completely 
delocalized,  we  suggest  that  Cdh16  absence  from  the  initial  contact  site  of  two‐cell  follicles  is 
responsible  for  the  incorrect  actin  and  microtubule  distribution  and  consequently  for  the  apical 
membrane  components mistargeting.  As  cells  keep  dividing,  new  contact  sites  lacking  Cdh16  fail  to 
guide and dock apical cargo properly, and the follicles formed present apical domain both in the center 






among  others  (Nicholl  and  Quinlan,  1994,  Wang  and  Spector,  1996,  Arai  and  Atomi,  1997),  is 
demonstrated to interact with actin filaments linking them to Cdh16 at the basal side of renal collecting 
ducts  (Thedieck  et  al.,  2008).  This  chaperone  is  expressed  in  the  thyroid  gland  and  demonstrates  a 
consistent  reduction  correlated  to  Cdh16  reduction  observed  in  papillary  and  follicular  thyroid 
carcinomas as well as to a complete protein abrogation and  loss of follicular architecture  in anaplastic 





experiments  and  confocal  colocalization  analysis. However,  our  results  reveal  a  regulatory  path  that 
explains the reported reduction in CRYAB expression levels in thyroid tumours and is in agreement with 
its use as a differentiation marker  in thyroid tissues as  it  is the consequence of Pax8  loss which  is the 
master gene of thyroid differentiation. Interestingly, the expression of Pax8 is significantly decreased in 
almost 70% of  thyroid  cancers, along with  reduced NIS expression, especially  in poorly differentiated 
thyroid cancers (Puglisi et al., 2000). Nevertheless, Pax8 screening and further correlation between  its 
expression and CRYAB expression  in thyroid carcinomas  is necessary. Loss of CRYAB could also explain 
the  cytoskeleton  rearrangements  necessary  to  the  tumour  cells  in  order  to  lose  the  differentiated 
polarized phenotype and suffer the epithelial‐mesenchymal transition.  
Moreover,  the  observed  up‐regulation  of  Pax8  in  Cdh16  depleted  cells  could  be  explained  as  a 
compensatory mechanism for the cell in an attempt to regain the loss Cdh16 expression and reverse the 
dedifferentiation and loss of polarity process in case of Pax8 loss. Pax8 increase can also be responsible 
for  the milder phenotype observed, concerning  central  lumen  formation and apical polarity  in Cdh16 
depleted  follicles,  as  Pax8  downstream  targets  involved  in  apical  transport  such  as  Rab17,  Rab8a, 
Rab11a and Myo5b would be  reinforced  in  these conditions.  Interestingly, mRNA  levels of Rab17 and 
Myo5b  genes  that  are  transcriptionaly  regulated  by  Pax8  and  upregulated  in  FRT  follicles;  are 
significantly reduced in Pax8 but not in Cdh16 silenced FRT cells (not shown). Both Rab17 and Myo5b ‐
associated with Rab8a  and Rab11a  are  required  for  apical membrane  trafficking  and de novo  lumen 
formation through apical recycling endosomes and basolateral to apical transcytosis (Rodriguez‐Boulan 
and  Macara,  2014).  Moreover,  mutations  in  Myo5b  are  a  cause  of  microvillus  inclusion  disease, 
characterized by the failure to form a mature apical membrane and the appearance of large intracellular 
vacuoles  that  contain microvilli, mainly  in  enterocytes  (Ruemmele  et  al.,  2010).  This data  suggests  a 
specific  role  of  Pax8  in  apical  membrane  definition  through  its  targets,  whose  role  in  thyroid 
folliculogenesis need to be elucidated through gain‐ and loss‐of‐function experiments.  
Altogether, these results led us to postulate a pathway in which deletion of Pax8 inhibits the expression 
of Cdh16  and of  its  cytoplasmic partner CRYAB. As  a  consequence,  actin  filaments  and microtubules 
distribution and stabilization at the initial cell‐cell contact site is impaired and they may no further serve 
as  tracks  and  docking mediators  for  apical  vesicles  and VACs  at  the  apical membrane  initiation  site. 
Additional disruption of the apical trafficking machinery due to the transcriptional inhibition of Myo5b, 
Rab17 and other Pax8  indirect  targets  involved  in polarized apical  traffic  impair  the  formation of  the 
apical domain in the centre of the follicle. All the above mentioned events in combination with a wrong 
extracellular  cue would  lead  to  apical  domain  inversion  followed  by  cytoskeleton  components  basal 


















would give us more  information about the  implication of those paths  in  inverted follicles due to Pax8‐
dependent Cdh16 loss and the consequent downregulation of β1‐integrin.  
Although  integrin‐ECM engagement  leads to Rac1 cytoplasmic activation and correct  laminin assembly 
providing one  cue of polarity,  active Rac1  localization  at  the newly  formed  cell‐cell  contact provides 
another  cue participating  in  cadherins  transport  through  actin polymerization  and  adherens  junction 
assembly.  At  the  nascent  AJs,  cadherins  can  further  activate  Rac1  in  order  to mark  a  site  for  actin 
assembly  at  the  cell  surface,  and  can  also  stimulate  Cdc42  activation  and  therefore  promote  the 
functionality  of  the  Par/aPKC  complex  which  translocates  to  apical  sites  of  cell‐cell  adhesion  and 
determines  apical‐basal  membrane  polarity.  In  our  system  we  observe  that  exclusive  Rac1‐GTP 
localization  in  the apical domain  is necessary  in order  to establish  correct apical‐basal polarization  in 
newly polarized  two‐cell  follicles. The apical membrane  initiation site  is defined by active Rac1  that  is 
further  carried  to  the preapical patch by actin  filaments, as vesicles positive  for F‐actin and Rac1 are 
visualized first close to the adjacent cells plasma membrane and then integrated in it. Locally activated 
Rac1 might also recruit IQGAP, enabling it to polarize microtubules at the apical contact region (Fukata 
et  al.,  2002).  Bigger  follicles maintain  Rac1  apically  following  the  same  localization  pattern  as  actin 
filaments. Conversely, Rac1  localization  in  the periphery of  the structures  in Pax8 and Cdh16 silenced 
follicles is coupled to actin filaments basal accumulation that in turn leads to basal ezrin activation and 
the  formation of ezrin‐rich protrusions probably due  to  the  increased  local Rac1 activity.  In  that way 











tell  the  cell  in which  axis  to  divide. As  soon  as  the  first  cell  division  takes  place,  β1‐integrin  (Itgb1) 
activation from components of the ECM leads to Rac1 cytoplasmic activation and thus laminin secretion 
and  assembly  at  the  basement membrane  establishing  the  axis  of  apical‐basal  cell  polarity  (Fig.  42, 
unpolarized  two‐cell  follicle). Simultaneous, actin polymerization  triggered  from active Rac1 mediates 
cadherins transport at the cell‐cell contact zone where establish homophilic junctions between the two 
cells.  Consequently,  actin  filaments  and microtubules  transiently  link  to  the  intracellular  domain  of 
cadherin‐16  (Cdh16)  through  CRYAB,  as  well  as  to  E‐cadherin  by  α‐catenin  and  dynein  complex, 
respectively (Fig. 42, unpolarized two‐cell follicle).  In that manner, adherens  junction‐cell cytoskeleton 





Figure  42.  In  vitro  thyroid  follicle morphogenesis mechanisms. Unpolarized  single  cells  embedded  in Matrigel  accumulate 
vacuoles and then divide to form a two‐cell follicle with loose cell‐cell contacts rich in cadherins. Itgb1 activation leads to Rac1 
cytoplasmic activation and basal  laminin assembly  that establish  the axis of  cell polarity  through  cytoskeleton organization. 
Actin  filaments  carry  Rac1  at  the  cell‐cell  contact  where  promotes  further  cadherin  transport  and  binding  to  the  cell 
cytoskeleton. E‐cadherin binds to actin filaments and to microtubules through α‐catenin (α) and β‐catenin (β)‐dynein complex 
(Dyn),  respectively.  Cdh16  binds  to  actin  filaments  and microtubules  through CRYAB.  In  polarizing  two‐cell  follicles,  Cdc42, 
polarity complex and PTEN apical  localization determine cell polarity and membrane  identity. VACs  rich  in apical membrane 
components are  transported by Rabs and motor proteins  (Myo5b and Kifs) at  the apical membrane  initiation site where are 







apical‐basal membrane  polarity.  The  apical  accumulation  of  PTEN  by  the  Par  complex  leads  to  the 
exclusion of PtdIns(3,4,5)P3 (PIP3) and the apical enrichment of PtdIns(4,5)P2 (PIP2) which is necessary 
for apical membrane definition. Additionally, Rac1 regulates actin filaments formation and microtubules 
polarized  distribution  and  concentration  at  the  under‐formation  apical  domain.  As  a  consequence, 
vesicular  transport  of  apical membrane  components mediated  by  Rabs  and  facilitated  by  actin  and 
microtubule motors,  is correctly directed towards the apical surface  limited by the tight junctions. This 
process converts AMIS  into a preapical patch (PAP) that marks  lumen  initiation (Fig. 42, polarized two‐
cell  follicle).  Vesicular  fusion  with  the  membrane  and  apical  domain  expands  giving  place  to  the 
preapical patch that will next form the follicular lumen with the help of ion channels and pumps (Fig. 42, 
mature  follicle). Mature  lumen  presents microvilli  rich  in  ezrin  that  increase  the membrane  surface 
necessary  for  thyroglobulin  iodination  and  hormone  synthesis. Mature  tight  junctions  at  the  upper‐
lateral membrane site prevent colloid leakage and guarantee follicle integrity. 
In  the absence of Pax8, cells  lack Cdh16  in  the nascent adherens  junctions and  through a mechanism 
that  we  still  ignore,  Cdh16  loss  downregulates  Itgb1  expression  at  the  plasma  membrane.  We 
hypothesize  that  this  results  to  an  inhibition of  signal  transduction  from  the outside‐inside  signalling 
pathway  that  in  turn  impedes  Rac1  cytoplasmic  activation  and  laminin  assembly  at  the  basement 
membrane and therefore  inverts apical‐basal axis. Due to Rac1 inactive state, actin polymerization and 
Rac1 transport at the  initial contact site through actin filaments are  impaired. As a consequence,  local 
Rac1  activation  and  thus  polarized  cytoskeleton  distribution  at  that  region  are  further  affected. 
Moreover, the absence of Cdh16 from the cell‐cell contact and the additional loss of CRYAB inhibit actin 
filaments and microtubules to  link and get stabilized at the contact site through their  interaction with 
cadherins  and  they  instead  follow  Rac1  basal  distribution.  In  that manner,  although  AJ  are  finally 
defined, the routes towards the surface between the apposing cells are misoriented and apical protein 
delivery  is also affected due  to  the  suppression of proteins  that participate  in apical vesicular  traffic, 
such as Rab17, Myo5b and other Pax8 targets. As a consequence apical components are finally delivered 
at the periphery of the follicle and tight junctions have  lower‐lateral  localization. Finally,  lumen fails to 














Thyroid  function  depends  on  the  adequate  supply  of  iodide  (I‐),  an  essential  constituent  of  thyroid 
hormones. I‐  is a scarce element in the environment and can be acquired only through the diet. As the 




the molecule  responsible  for  active  iodide  transport  in  the  thyroid was  identified  as NIS  (Dai  et  al., 
1996),  which  is  located  at  the  basolateral  membrane  of  thyroid  epithelial  cells.  NIS  membrane 
localization  and  function  have  been  exploited  for  diagnosis  and  therapeutic management  of  benign 
thyroid  diseases  and  thyroid  cancers.  To  treat  hyperactive  thyroid  states  and  differentiated  thyroid 
carcinoma, radio‐iodide therapy  is successfully used thanks to NIS mediated 131I‐ uptake. Conversely,  in 
the case of congenital hypothyroidism resulting from mutations in SLCA5A gene, the specifically referred 
as  iodide  transport  defect  (ITD)  is  diagnosed  by  reduced  or  absent  thyroid  I‐  uptake.  Molecular 
characterization of these mutations found in ITD patients localized in distinct transmembrane segments 
(TMSs),  intracellular helix and  loops between TMSs, reveal mostly non‐functional although membrane 
localized protein,  as well  as  immature,  intracellular  retained NIS  (Portulano  et  al., 2014). Diminished 
iodide uptake  in poorly differentiated or dedifferentiated carcinomas, despite NIS expression or over‐
expression,  revealed  intracellular  NIS  localization  (Dohan  et  al.,  2001)  pointing  out  that membrane 
targeting is crucial for NIS function. Taking in account the great physiological and clinical importance of 




levels. TSH  is  its primary  regulator  in  thyroid gland and also demonstrated  to participate  in NIS post‐
translational  regulation  and membrane  translocation.  The  exact  sorting mechanisms  and  the  specific 
basolateral trafficking pathways are still unknown and our results shed some light on these aspects.  
Using two different cell models we demonstrate  for the  first time that NIS  is transported towards the 
plasma membrane in a clathrin‐mediated pathway. In thyroid cells de novo NIS synthesis induced by TSH 





receptor  (TfR),  which  is  already  known  to  interact  with  the  clathrin  machinery.  To  define  the 
components of the trafficking machinery involved in NIS transport to the basolateral surface of polarized 










NIS direct biosynthetic delivery  from  the  TGN, whereas AP‐1B  controls  indirect NIS  transport or/and 
recycling  at  the  common  recycling  endosomes  (CREs)  that  have  the  ability  to  carry  both  apical  and 
basolateral cargo.  
Our  findings are  in agreement with  the generally accepted role of each µ subunit, according  to which 
µ1A and µ1B mediate basolateral  sorting predominantly at  the  trans‐Golgi network and  the  recycling 
endosomes, respectively (Folsch et al., 2003, Cancino et al., 2007). However, a recent publication comes 
to demonstrate  that both proteins  largely colocalize with each other and  to  similar extents with TGN 
and  recycling  endosome  markers,  as  well  as  with  basolateral  cargos  transiting  biosynthetic  and 
endocytic‐recycling routes  (Guo et al., 2013). The authors suggest that the two  isoforms differ  in their 
signal‐recognition specificity in order to expand the repertoire of signals recognized by AP‐1 for sorting a 
broader  range  of  cargos  to  the  basolateral  surface.  Our  immunofluorescence  results  showed  some 
extent of colocalization between µ1B and  the TGN suggesting  that  this protein could sort NIS at both 
TGN and CRE compartments. Moreover, similar degree of colocalization between NIS and both isoforms 
could  further  imply a possible NIS  interaction with each of  them at  the TGN  through different sorting 
motifs supporting the recent theory. Both medium subunits of AP‐1A and 1B adaptors have been shown 
to  recognize  conventional  tyrosine‐based  YxxØ  sorting  motifs  or  non‐conventional  signals  in  the 
cytoplasmic tail of the cargo proteins (Carvajal‐Gonzalez et al., 2012, Guo et al., 2013). NIS presents two 
tyrosine‐based  sorting  signals  resembling  canonical  YxxØ motif  and one  similar  to Yx[FYL][FL]E,  all of 
them  in  the  intracellular  helix between  the  third  and  fourth  transmembrane domains. Although  this 
domain  is  not  a  common  site  for  sorting  motifs,  we  believe  that  it  is  important  for  correct  NIS 









proteins or  to  the  small  amount of NIS  that  localizes  at  the TGN/RE  compartment  at  a  specific  time 
point. Nevertheless, we cannot exclude the role of leucine‐based motifs localized at NIS cytoplasmic tail 
in mediating basolateral NIS sorting through their interaction with AP‐1 and unknown adaptors. 
To  date,  the  contribution  of  the  ubiquitous  AP‐1A  and  the  epithelial  specific  AP‐1B  adaptors  to 
basolateral  sorting  of  thyroid  protein  markers  and  their  regulation  in  thyroid  cells  is  unknown. 





on  this  class  of  adaptor,  it  is  clear  that  other  such  sorting  elements  remain  to  be  discovered.  The 
contribution  of  the  clathrin  independent  AP‐4  adaptor  to  NIS  sorting  is  one  candidate  due  to  the 
presence  of  Yx[FYL][FL]E  signal  that  has  been  reported  to  be  implicated  in  basolateral  cargo  sorting 
(Burgos et al., 2010).  




transport and  recycling  through common  recycling endosomes.  In  that way,  thyroid cells may have at 
least two alternative paths to guarantee effective NIS targeting at the basolateral membrane in order to 















NIS  internalization has been  reported  in several  in vivo and  in vitro studies after different stimuli and 
through  diverse  pathways  (Kogai  and  Brent,  2012).  Among  them,  the  absence  of  TSH  is  one  of  the 
factors that induce NIS internalization and our observations in PCCl3 cells confirm the results reported in 
FRTL5  cells  (Riedel  et  al.,  2001).  In  order  to  determine  this  thyroid‐specific  NIS  endocytic  pathway 
induced  by  TSH  deprivation  we  performed  inmmunofluorescence  colocalization  experiments  with 
different  endocytic markers.  Although we were  expecting  the  implication  of  the  clathrin‐dependent 
endocytic  pathway,  due  to  the  presence  of  tyrosine‐  and  leucine‐based  signals  in  NIS  amino  acid 
sequence  and  the  clathrin  adaptors  involvement  in  NIS  basolateral  sorting,  we  weren´t  able  to 
demonstrate such an  interaction. These results underline the fact that different biosynthetic, recycling 
and  internalization routes and machineries can be  involved  in the traffic of the same protein as  it was 
demonstrated in the case of the overlapping tyrosine‐based BL sorting signal with the endocytic signal in 
the neurotrophin  receptor p75  that was not  recognized by  the  same  clathrin machinery  in  FRT  cells 
(Lipardi et al., 2002). We could neither detect any interaction between NIS and the components of the 
classical endosomal  route  that  includes early and  late  lysosomes and ends up with protein  lysosomal 
degradation. However,  lysosomal  inhibition resulted  in NIS and autophagosomal marker accumulation 










unknown. Among  the  factors  that  induce NIS exclusion  is  the PTTG‐binding  factor  (PBF), an oncogene 




via  an  autocrine  loop  (Riesco‐Eizaguirre  et  al.,  2009). Willing  to  determine  the  traffic  mechanisms 
involved we  treated  differentiated  PCCl3  cells with  TGFβ  and we  have  observed  a  quick  loss  of NIS 
membrane steady‐state localization indicating an internalization process (data not shown). Identification 





thyroid  gland morphogenesis.  Up  to  now  it  was mainly  considered  as  the master  regulator  of  the 
differentiated  thyroid phenotype due  to  the  transcriptional activation of Tg, Tpo and Slc5a5 genes  in 
thyroid cells. However, proper thyroid differentiation requires a polarized distribution of these thyroid 
protein markers. We demonstrate that Pax8 determines follicular cell apical‐basal polarity orientation, 
polarized  cytoskeleton  organization  and  lumen  formation  through  direct  and  indirect  regulation  of 
genes that are components of adherens  junctions, tight  junctions and the apical trafficking machinery. 









1. Thyroid  follicles acquire apical‐basal cell polarity at  the  first cell division and define  the apical 








































1. El  folículo  tiroideo  adquiere  la  polaridad  ápico‐basal  tras  la  primera  división  celular 
determinando  el  dominio  apical  en  la  zona  de  contacto  entre  las  dos  células  a  través  de 
exocitosis de  componentes de membrana apical que da  lugar  al  lumen mediante un proceso 
denominado “hollowing”. 
 








desorienta  el  transporte  apical  de  Rac1 mediado  por  los  filamentos  de  actina.  La  activación 
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PROBE  RANK IN GENE LIST RUNNING ES CORE ENRICHMENT 
MYO6  44  0.08931867  Yes 
MAL2  168  0.14219373  Yes 
OCLN  207  0.19538449  Yes 
ANXA2  300  0.23854335  Yes 
MUC1  388  0.27745292  Yes 
CDX2  524  0.30937484  Yes 
ATP1A1  623  0.33982655  Yes 
MYO5B  1021  0.34613547  Yes 
KIF3B  1173  0.3629028  Yes 
DNMBP  1436  0.37039143  Yes 
PODXL  1454  0.39041376  Yes 
SLC9A1  1491  0.40904102  Yes 
CTNND1  1508  0.42856377  Yes 
VAMP7  1607  0.44273275  Yes 
RAB11A  1787  0.45088592  Yes 
ITGB1  1805  0.4673355  Yes 
PKD2  1844  0.48240492  Yes 
CTNNB1  2014  0.48941106  Yes 
KIF16B  2023  0.5047213  Yes 
RAB11B  2256  0.5066626  Yes 
PTEN  2270  0.51989156  Yes 
CTBP1  2550  0.5176798  No 
SEC23A  3538  0.4741681  No 
VAMP3  3711  0.47246453  No 
CDC42  3808  0.47443005  No 
SYTL4  3930  0.474803  No 
GSK3B  4209  0.4663166  No 





STX2  6290  0.36347046  No 
STK10  6695  0.34439024  No 
ITSN2  7834  0.28586957  No 
EZR  8269  0.26347417  No 
CLDN6  8336  0.2601232  No 
RHOA  10970  0.12581608  No 
CLDN15  11914  0.08038011  No 
CLDN5  13129  0.022281768  No 
SLC9A2  14392  ‐0.036591113 No 
ARL3  14549  ‐0.037714537 No 
CDH1  15532  ‐0.07978422  No 
RAB25  15890  ‐0.0883888  No 
RDX  16267  ‐0.09670524  No 
STK11  16355  ‐0.08963487  No 
CRB3  17243  ‐0.11845504  No 
RAC1  17311  ‐0.10400048  No 
KIFC3  17327  ‐0.086626865 No 
KIF5B  17738  ‐0.08551516  No 
STX4  18093  ‐0.07702719  No 
STX3  18201  ‐0.053893846 No 
MSN  18440  ‐0.03287656  No 
GPSM2  18651  ‐0.005566172 No 





PROBE  RANK IN GENE LIST RUNNING ES CORE ENRICHMENT 
MAL2  168  0.23329626  Yes 
OCLN  207  0.45658264  Yes 
MYO5B  1021  0.52443856  Yes 
KIF3B  1173  0.61712325  Yes 
PODXL  1454  0.68796235  Yes 
SLC9A1  1491  0.7697963  Yes 
RAB11A  1787  0.82578033  Yes 
CDC42  3808  0.74939066  No 
CLDN2  6076  0.6430653  No 
CLDN15  11914  0.35489893  No 








PROBE  RANK IN GENE LIST RUNNING ES  CORE ENRICHMENT 
MUC20  24  0.09495156  Yes 
SMTNL2  33  0.18161516  Yes 
S100A4  45  0.26119244  Yes 
TSPAN8  121  0.31743023  Yes 
VPS37D  325  0.34795815  Yes 
SEC62  560  0.3689606  Yes 
TMEM205  619  0.39731917  Yes 
DIRC2  631  0.42788714  Yes 
DAK  981  0.43398643  Yes 
IFT172  1233  0.44184977  Yes 
FUZ  1282  0.4596484  Yes 
ICK  1596  0.4604112  Yes 
HINT2  1620  0.47610232  Yes 
PIK3R2  1696  0.48840606  Yes 
PKIG  1824  0.496939  Yes 
SNX4  1899  0.5077163  Yes 
S100A5  2130  0.5089261  Yes 
FXYD2  2163  0.5202525  Yes 
IP6K2  2290  0.5258312  Yes 
PCM1  2828  0.50733465  No 
GNB5  2870  0.51440954  No 
AQP5  2951  0.5190811  No 
S100A13  3028  0.5236646  No 
VAMP1  3155  0.5251342  No 
SNX17  3488  0.5148295  No 
IFT74  3520  0.5201237  No 
FYCO1  3554  0.5252174  No 
DYSF  3680  0.52516645  No 
PIK3R1  3818  0.52413994  No 
ARHGAP24  3916  0.52497613  No 
STX1B  4837  0.48123497  No 
UNC5C  5193  0.46634755  No 
HHAT  5667  0.44468147  No 
PTPLAD2  6754  0.38981366  No 
CASC4  6909  0.38328078  No 
IHH  7223  0.36816546  No 
AXIN2  7626  0.34802464  No 
DLG2  7635  0.3483765  No 
EFCAB1  8007  0.32944775  No 
FGFR4  8905  0.2832295  No 
HECW2  10475  0.20342168  No 





NGEF  11059  0.17751418  No 
SEC14L3  11582  0.15320373  No 
IGFBP6  12240  0.1224611  No 
FBLIM1  12254  0.12523855  No 
FRZB  12341  0.12431347  No 
ADRBK2  12708  0.10922486  No 
FABP1  13114  0.09254857  No 
MYO18A  13199  0.09265964  No 
TGFBR3  13651  0.07416869  No 
ARL3  14549  0.033650134  No 
SNX5  14720  0.031243023  No 
EFCAB10  14775  0.03495073  No 
RAB10  15196  0.020312551  No 
SYT13  15454  0.014683788  No 
WBSCR16  15511  0.019633237  No 
STARD10  15559  0.025144652  No 
CADM1  16823  ‐0.028002769 No 
VAPB  17498  ‐0.04545562  No 
FARP1  17647  ‐0.034182813 No 
KIF5B  17738  ‐0.019126713 No 
SNX2  17747  2,84E+03  No 
MYADM  18035  0.008343054  No 
BST2  18184  0.02563233  No 





GeneSymbol  logFC_3D logFC_siPax8 FDR_3D  adj.P.Val_siPax8 
Tgm2  4,47  ‐0,16  1,06E‐13 3,50E‐03 
Dynlrb2  2,26  ‐0,59  5,81E‐11 2,27E‐05 
Ephx1  1,83  ‐0,25  8,61E‐11 7,35E‐03 
Sh3kbp1  1,81  ‐0,33  3,31E‐10 7,12E‐04 
Acaa2  1,24  ‐0,34  6,58E‐09 1,29E‐04 
Nid2  1,17  ‐0,16  4,06E‐09 8,03E‐03 
Folr1  1,05  ‐0,32  1,63E‐08 2,44E‐04 
Fgfr2  1,04  ‐0,35  6,69E‐08 3,96E‐04 
Cacybp  1,01  ‐0,25  1,30E‐07 6,65E‐05 
Rab17  1,01  ‐0,31  2,04E‐07 1,76E‐05 
Map7  0,97  ‐0,24  4,31E‐08 5,05E‐03 
Pemt  0,96  ‐0,33  8,47E‐08 5,96E‐05 
Nme3  0,95  ‐0,35  2,86E‐07 5,12E‐03 




Gcnt1  0,92  ‐0,34  5,60E‐08 1,25E‐03 
Ocln  0,92  ‐0,26  1,33E‐07 5,77E‐03 
Pbld  0,85  ‐0,31  8,21E‐07 4,24E‐03 
Oat  0,84  ‐0,61  3,21E‐08 1,16E‐06 
Pdzk1ip1  0,81  ‐0,56  4,72E‐07 2,49E‐06 
St6gal1  0,77  ‐0,17  1,02E‐06 1,93E‐03 
Cbs  0,76  ‐0,24  1,78E‐07 1,55E‐03 
Mlph  0,75  ‐0,45  2,63E‐07 1,24E‐05 
Rbm4b  0,75  ‐0,72  1,43E‐06 1,36E‐06 
Synj2  0,70  ‐0,34  1,81E‐07 7,49E‐04 
Mocos  0,68  ‐0,27  2,21E‐07 1,61E‐03 
Cyb5r1  0,65  ‐0,26  3,17E‐03 2,22E‐03 
Calr  0,60  ‐0,26  6,61E‐05 1,24E‐03 
RT1‐Db1  0,54  ‐0,31  2,50E‐06 1,97E‐04 
Enpp1  0,50  ‐0,39  9,80E‐06 3,59E‐03 
Gne  0,50  ‐0,16  4,13E‐06 2,88E‐03 
Spg20  0,50  ‐0,30  8,24E‐06 3,53E‐03 
Ndufv3  0,50  ‐0,19  8,32E‐06 2,85E‐03 
Syt5  0,48  ‐0,74  1,73E‐05 1,19E‐03 
Mllt3  0,48  ‐0,26  2,41E‐05 2,32E‐03 
Rhpn2  0,48  ‐0,41  2,80E‐05 4,68E‐04 
Acp6  0,48  ‐0,25  5,69E‐06 8,94E‐03 
Myo5b  0,47  ‐0,46  4,54E‐05 2,28E‐06 
Parp1  0,46  ‐0,17  1,58E‐04 5,93E‐03 
Cdh16  0,46  ‐0,32  2,40E‐05 3,83E‐03 
Cxxc5  0,46  ‐0,25  1,08E‐05 4,12E‐03 
Klf5  0,42  ‐0,27  5,55E‐04 1,62E‐04 
Per2  0,42  ‐0,22  2,84E‐05 1,77E‐03 
Brwd3  0,41  ‐0,17  4,30E‐04 3,01E‐03 
G0s2  0,41  ‐0,39  2,26E‐04 2,57E‐04 
Ift172  0,40  ‐0,10  4,02E‐05 9,47E‐03 
Hspa14  0,40  ‐0,21  5,74E‐04 8,47E‐03 
Becn1  0,40  ‐0,11  6,93E‐04 6,39E‐03 
Atp11b  0,39  ‐0,28  6,47E‐03 3,65E‐03 
Cd74  0,38  ‐0,30  1,23E‐04 2,99E‐05 
Ccs  0,37  ‐0,19  1,74E‐04 6,22E‐03 
Tmem98  0,34  ‐0,24  2,67E‐04 3,94E‐03 
Zbtb1  0,33  ‐0,17  8,46E‐04 3,37E‐03 
Hmgn3  0,33  ‐0,18  5,09E‐04 1,32E‐03 
Abcg3l1  0,32  ‐0,25  4,44E‐04 4,12E‐03 
Ppp2r1b  0,32  ‐0,25  2,88E‐03 2,25E‐04 
Grtp1  0,31  ‐0,12  1,43E‐03 2,23E‐03 
Kcnk1  0,30  ‐0,35  4,72E‐04 2,27E‐03 
Fas  0,29  ‐0,23  8,45E‐04 6,11E‐03 
Dab2ip  0,28  ‐0,42  7,18E‐03 2,73E‐04 





Galk2  0,27  ‐0,19  4,97E‐03 4,43E‐03 
Cask  0,26  ‐0,17  3,06E‐03 5,71E‐03 
Slc25a10  0,26  ‐0,20  7,38E‐03 9,13E‐05 
Serpinb5  0,26  ‐0,56  4,34E‐03 1,64E‐05 
Mycn  0,25  ‐0,38  7,15E‐03 3,84E‐04 
Mpg  0,25  ‐0,19  4,38E‐03 8,79E‐03 
Atp10d  0,24  ‐0,22  7,34E‐03 9,34E‐04 
Rasd1  0,23  ‐0,43  9,63E‐03 7,85E‐04 
Fzd3  0,23  ‐0,35  5,13E‐03 7,44E‐05 
Hdhd2  0,22  ‐0,16  4,79E‐03 2,56E‐03 
Nedd4l  0,22  ‐0,25  8,76E‐03 3,60E‐03 
 
 
 
